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Résumé 
Les études épidémiologiques récentes montrent une consommation insuffisante d’acides gras 
polyinsaturés (AGPI) dans les pays occidentaux. Cependant, la sensibilité des AGPI à 
l’oxydation est l’une des premières causes de détérioration des qualités organoleptique et 
nutritionnelle dans les produits alimentaires. Parallèlement, les lipides présents dans les 
produits alimentaires se trouvent le plus souvent sous forme émulsionnée. Ainsi, les entreprises 
désirant formuler des produits alimentaires enrichis en AGPI adoptent des stratégies 
technologiques pour les stabiliser chimiquement et physiquement, tout en assurant leur 
biodisponibilité. Une de ces stratégie consiste à rechercher, dans la nature, des systèmes 
émulsifiés stables afin d’en extraire des molécules tensioactives d’intérêt et de mimer 
l’organisation des lipides. C’est dans ce contexte que des études portent, depuis quelques 
années, sur les corps lipidiques (Oil Bodies, OB), structures végétales naturelles de stockage 
des lipides des plantes oléagineuses, composées de phospholipides (PL) et de protéines (OBP). 
L’objectif général de ce projet de thèse vise à maitriser la formulation d’émulsions préparées 
uniquement à base de colza (huile, PL et OBP) par une meilleure connaissance des interactions 
PL : OBP, d’étudier la stabilité des émulsions d’un point de vue physicochimique en conditions 
de stockage et dans des conditions mimant les conditions gastro-intestinales et, enfin, d’évaluer 
l’influence de la composition de l’interface des émulsions sur la bioaccessibilité des acides gras 
insaturés in vivo chez le rat. 
Les études spectroscopiques des interactions PL modèles : OBP ont mis en évidence des 
interactions favorables à la stabilisation des émulsions entre les PL anioniques, les PL insaturés 
et les OBP. Ces résultats ont orienté le choix vers une lécithine de colza spécifique. Les 
interactions PL : OBP, modulées par le pH et le rapport PL : OBP, influencent la réalisation 
des émulsions, la quantité d’OBP adsorbées à l’interface et la stabilité physique des émulsions, 
avec un crémage prononcé pour les émulsions riches en protéines. La synergie PL : OBP à 
l’interface semble être un facteur décisif pour ralentir l’oxydation de l’huile de colza 
émulsifiée. Le comportement des émulsions, dans des conditions mimant celles du milieu 
gastro-intestinal, montre que la présence d’OBP à l’interface favorise la floculation des 
émulsions à pH acide (mimant celui de l’estomac), mais que cette floculation est réversible 
lorsque le pH est ramené à des valeurs proches de celle de l’intestin. La présence des OBP 
favorise l’activité de la lipase pancréatique in vitro. Finalement, l’interface composée de PL et 
d’OBP améliore la bioaccessibilité lymphatique des AGPI in vivo chez le rat. 
En conclusion, nous avons montré qu’il est possible de formuler des émulsions uniquement à 
base de colza. Elles pourraient présenter une alternative intéressante aux émulsions stabilisées 
par des émulsifiants d’origine synthétique (politique clean label) ou d’origine animale 
(alimentation végane). 
Mots-clé : Émulsions, bioaccessibilité, oxydation, colza, interactions phospholipides-protéines  
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Summary 
Recent epidemiologic studies show an insufficient intake of polyunsaturated fatty acids 
(PUFA) in occidental countries. Besides, the sensibility of PUFA to oxidation is one of the 
major causes of organoleptic and nutritional quality deterioration in food products. Moreover, 
lipids in food products are often in an emulsified stage. Therefore, industrials that care to 
formulate PUFA enriched food products adopt technological strategies to protect and stabilize 
the lipids while improving their bioavailability. One of those strategies consists in looking for 
stable emulsified systems that already exist in nature, extract tensioactive molecules of interest 
and mimic the lipid state. In this context, several studies deal with oil bodies (OB), that are 
natural occurring structures involved in lipid storage in oleaginous plants, composed of 
proteins (OBP) and phospholipids (PL). 
Therefore, the main objective of this PhD work is to manage emulsion formulation only based 
on rapeseed (oil, PL and OBP). This goes through: 1) an understanding of the interactions 
between PL and OBP; 2) a study of the stability of the emulsions under storage and 
gastrointestinal conditions, and finally, 3) an investigation of the influence of the emulsion 
interfacial composition on the bioavailability of PUFA in rats.  
Spectroscopic studies of the model PL:OBP interactions showed favorable interactions for 
stabilizing the emulsions based on anionic PL, unsaturated PL and OBP. These results allowed 
choosing an adequate canola lecithin. The PL:OBP interactions, modulated by the pH and the 
PL:OB ratio, influences the formation of the emulsions, the quantity of OBP adsorbed at the 
interface and the physical stability of the emulsions while a pronounced creaming in emulsions 
rich in proteins is observed. The PL:OBP synergy at the interface seems to be a decisive factor 
to slow down the oxidation of the emulsified canola oil. The emulsion behavior in conditions 
that mimic those of the gastrointestinal track, shows that the presence of OBP at the interface 
favored the emulsion flocculation in gastric conditions at acid pH. However, the flocculation 
was reversible when the pH was readjusted to a value close to that of the intestine. OBP also 
increased the activity of the pancreatic lipase in vitro. Finally, the presence of PL and OBP at 
the interface increased the lymphatic bioaccessibility of the PUFA in rats. 
On the whole, we showed that it is possible to manage emulsion formulation only based on 
canola products. This could be of great interest for clean labeling or vegan nutrition by 
subtracting synthetic emulsifiers or emulsifiers from animal origin, respectively. 
Keywords : Emulsions, bioaccessibility, oxidation, canola/rapeseed, interactions 
phospholipids-proteins 
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Avant-Propos 
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en Sciences Naturelles et en Génie du Canada (CRSNG) dans le cadre du projet Mécanisme de 
formation de particules fonctionnelles pour l’alimentation.  
Cette thèse se divise en 6 chapitres. Le premier chapitre présente une revue de la littérature 
traitant de l’importance de l’interface colloïdale dans la stabilité des émulsions avec une 
attention particulière portée sur les corps lipidiques comme sources de tensioactifs végétaux 
naturels. Ce chapitre permet de contextualiser le sujet de recherche, d’énoncer des hypothèses 
de travail et de formuler les objectifs à atteindre. Le deuxième chapitre détaille le matériel et 
les différentes méthodes utilisés. Les trois chapitres suivants présentent les principaux résultats 
obtenus au cours de ce projet. Finalement, le dernier chapitre conclut ce projet de doctorat et 
envisage les principales perspectives pour la suite des travaux dans ce domaine.  
L’auteure de cette thèse a été en charge de la conception, de la planification, de l’exécution des 
expérimentations, de l’interprétation des résultats et de la rédaction des articles qui en 
découlent. Pr. Muriel Subirade et Pr. Maud Cansell, directrices de ce doctorat ont contribué à 
la conception des plans expérimentaux, à la discussion menant à l’analyse des résultats et à la 
révision des articles. Dr. Ahmed Gomaa a contribué à la réalisation expérimentale de l’étude 
des interactions lipides / protéines par spectroscopie infrarouge, à la discussion pour 
l’interprétation de ces résultats ainsi qu’à la révision de l’article scientifique publié en 2018. 
Dr. Leslie Couëdelo a contribué à la réalisation expérimentale de l’étude de bioaccessibilité 
des lipides in vivo chez le rat ainsi qu’à la révision de l’article scientifique qui sera soumis 
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Introduction générale 
Les acides gras polyinsaturés (AGPI), tels les acides gras (AG) oméga 3 (ou n-3) et oméga 6 
(ou n-6), jouent un rôle majeur dans de nombreuses fonctions physiologiques (Riediger et al., 
2009). Parmi ceux-ci, l’acide -linolénique (18:3 n-3, ALA) et l’acide linoléique (18:2 n-6, 
LA), non synthétisés par l’organisme humain, sont dits indispensables et doivent être apportés 
par l’alimentation. Les études épidémiologiques démontrent un apport insuffisant d’ALA ainsi 
qu’un déséquilibre du rapport LA : ALA dans la majorité des pays occidentaux (AFSSA, 2017, 
Elmadfa et Kornsteiner, 2009, SantéCanada, 2006) justifiant la recherche de nouvelles 
stratégies pour favoriser les apports en AGPI n-3. Néanmoins, ces stratégies doivent prendre 
en considération la sensibilité des AGPI à l’oxydation qui est l’une des premières causes de la 
détérioration des qualités organoleptiques et nutritionnelles des aliments. Il s’agit d’une 
préoccupation majeure des industriels souhaitant formuler des produits enrichis en AGPI n-3, 
justifiant l’adoption de stratégies technologiques afin de les protéger (Cui et Decker, 2016).  
Parallèlement, les AGPI n-3 étant apportés par des huiles, l’enrichissement des produits 
alimentaires passe souvent par l’utilisation de systèmes polyphasiques de type émulsion, 
stabilisés par des tensioactifs (TA) synthétiques ou naturels (Logan et al., 2013). Des études 
récentes ont démontré des corrélations positives entre l’exposition à certains TA de synthèse 
utilisés dans l’industrie agroalimentaire et le développement de l’obésité, de maladies 
métaboliques, de dérèglements dysbiotiques et de dérèglements du système immunitaire 
(Chassaing et al., 2015, Roberts et al., 2010). De plus, certaines sources d’émulsifiants naturels 
(lécithine d’œuf, protéines laitières, par exemple) sont associées à des risques allergéniques 
(Sicherer et Sampson, 2014). Enfin, les TA de synthèse ou naturels sont régulièrement utilisés 
en mélange et très peu d’études traitent des impacts d’un apport simultané de plusieurs TA sur 
les propriétés physicochimiques de systèmes colloïdaux ou sur la biodisponibilité des huiles 
émulsionnées. 
Ce travail de thèse se place donc dans le contexte général de proposer des TA d’origine 
naturelle, alternatifs aux TA de synthèse et de caractériser les émulsions formulées tant sur le 
plan physicochimique que sur leur impact sur la biodisponibilité des AG de l’huile. Depuis 
quelques années, des recherches ont été menées sur les corps lipidiques en tant que structures 
naturelles présentes dans certaines plantes oléagineuses (Rayner, 2015). En effet, ces plantes 
emmagasinent leurs réserves lipidiques dans des structures dont la stabilité physique et 
chimique est assurée par une monocouche de phospholipides (PL) dans laquelle s’insère un 
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ensemble protéique composé très majoritairement d’oléosines (Jolivet et al., 2009). 
L’utilisation de ces protéines associées à des PL végétaux pourrait constituer une alternative 
intéressante non seulement aux TA de synthèse mais aussi aux TA naturels d’origine animale. 
Par conséquent, l’objectif général de ce projet de thèse vise à maitriser la formulation 
d’émulsions à base d’oléosines et de PL, à caractériser les émulsions notamment au niveau de 
l’oxydation des lipides et, enfin, à comprendre l’impact de la formulation sur la biodisponibilité 
des AGPI n-3. 
Pour atteindre ce but principal, plusieurs approches ont été investiguées et qui constituent les 
différents chapitres de ce document. La partie bibliographique permet de faire un état de l’art 
des connaissances actuelles sur les corps lipidiques et notamment des interactions entre 
l’oléosine et les PL. Compte-tenu du peu de données sur ces interactions, le premier chapitre 
expérimental de ce travail de thèse vise à caractériser l’impact de la nature des PL, notamment 
des têtes polaires et de la longueur des chaines hydrocarbonées hydrophobes, sur les 
interactions entre l’oléosine extraite de tourteau de colza et des PL modèles à l’interface 
colloïdale. Le second chapitre expérimental vise à formuler et caractériser des émulsions huile 
dans eau (H/E) en utilisant les protéines extraites de tourteau de colza et des PL de colza dans 
différentes proportions. Les résultats de stabilité physique et chimique des émulsions sont 
interprétés en utilisant les données obtenues sur les systèmes modèles. Les émulsions sont 
ensuite placées dans différentes conditions mimant celles du milieu gastro-intestinal afin 
d’appréhender leur comportement vis-à-vis de facteurs physicochimiques impliqués dans la 
digestion. Le troisième chapitre expérimental présente l’influence de la composition de 
l’interface des émulsions sur la biodisponibilité des AG, notamment de l’ALA (18:3 n-3), in 
vivo chez le rat. Les résultats obtenus sont interprétés sur la base de l’étude in vitro. La 
conclusion vise à faire émerger une ou plusieurs formulations d’intérêt soit pour ses propriétés 
physicochimiques soit pour ses avantages nutritionnels, pour des applications en 
agroalimentaire et/ou en diététique. 
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CHAPITRE I : État de l’art 
1. Le colza : une source végétale d’intérêt  
Cette partie est dédiée au colza et vise à démontrer l’intérêt de cette ressource végétale 
oléagineuse, non seulement pour l’huile contenue dans les graines mais aussi pour des 
molécules à haute valeur ajoutée comme les PL et les protéines présentes dans les tourteaux.  
Le colza, de la famille des crucifères, est cultivé depuis l’Antiquité. La composition équilibrée 
de son huile et de sa forte teneur en ALA (plus de 5% des AG totaux) le rend très intéressant 
pour la consommation humaine. Cependant, sa composition native en acide érucique (20:1) et 
en glucosinolates a soulevé des interrogations quant à l’impact de sa consommation sur la santé 
des consommateurs (Borg, 1975, Fenwick et Heaney, 1983). C’est pourquoi, dans les années 
1970, des chercheurs de l’Université du Manitoba ont introduit un nouveau cultivar obtenu par 
sélection génétique contenant peu d’acide érucique et de glucosinolates (Stefansson et Kondra, 
1975). L’attribution de la mention Generally Recognized As Safe (GRAS) attribuée par la Food 
and Drug Administration (FDA) et l’appui de l’American Heart Association ont conforté la 
consommation de l’huile de colza. En France, l’huile alimentaire issue d’organismes 
génétiquement modifiés étant interdite, les nouveaux types variétaux de colza « 0 » acide 
érucique ont été obtenus par sélection de lignées et d’hybrides. Ainsi, l’intérêt nutritionnel 
grandissant pour l’huile de colza s’est traduit par une augmentation drastique du nombre de 
cultivars exploités propulsant le colza au troisième rang de la production mondiale en 
oléagineux derrière le palme et le soja (USDA, 2017). Notons que le colza représente la 
principale culture oléagineuse au Canada (StatistiqueCanada, 2017) et en France (Prolea, 
2013). Le terme canola, contraction pour CANadian Oil, Low Acid erucic, est utilisé en anglais 
pour distinguer les cultivars produisant des huiles pauvres en acide érucique et en 
glucosinolates (< 2% d’acide érucique et < 30 µmol/g de glucosinolates) de ceux dont le 
contenu est élevé. En France, le terme colza représente les cultivars offrant une composition 
propre à la consommation humaine.  
Les procédés de trituration et de raffinage à partir des graines de colza permettent l’obtention 
de plusieurs composés dont l’huile, la lécithine (définie ici comme un mélange de PL) issue de 
l’étape de dégommage et le tourteau, résidu solide obtenu après extraction de l’huile (Figure 
1). Plus précisément, après un écaillage des graines afin de faciliter l’extraction de l’huile, un 
procédé de chauffage est appliqué, jouant un rôle important d’inhibition d’enzymes, dont les 
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lipases, conduisant à l’hydrolyse des lipides. Les graines sont ensuite pressées, permettant 
d’extraire de 60 à 70% de l’huile disponible (Daun et al., 2011). On obtient une huile brute de 
pression et un résidu solide, le tourteau, contenant encore environ 30% d’huile. Cette dernière 
est extraite du tourteau par solvant (isohexane). L’huile brute de pression et l’huile d’extraction 
sont alors mélangées pour entrer dans le processus de raffinage. 
 
Figure 1: Procédé d'extraction de l'huile par pressage et extraction par solvant. Adapté de Daun et al. (2011) 
Les étapes du raffinage visent à éliminer un certain nombre de composants considérés comme 
délétères vis-à-vis de la qualité de l’huile, dont font partie les PL. En effet, la présence de PL 
dans l’huile brute entraine une acidification de l’huile, une oxydation des AG due à l’affinité 
des têtes polaires pour les métaux lourds, une diminution du rendement en huile due à leurs 
propriétés tensioactives, par entrainement des triglycérides (TAG), une désactivation des terres 
décolorantes utilisées en fin de raffinage et un colmatage rapide des filtres (Karleskind, 1992, 
Pages, 2008).  
Les PL sont éliminés au début du raffinage lors de l’étape de démucilagination ou dégommage. 
Le dégommage consiste à disperser, dans l’huile brute chauffée à 60°C, 1 à 3% d’acide 
phosphorique commercial à 75%. La présence de l’acide permet l’hydratation de certains PL 
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peu polaires (notamment l’acide phosphatidique (PA)) par la formation de sels monovalents. 
Après une phase de mélange de quelques dizaines de minutes, l’émulsion est chauffée à 90°C 
et hydratée avec 2 à 3% d’eau avant d’être brassée à nouveau pendant une vingtaine de minutes 
pour assurer l’hydratation de l’ensemble des PL. Le mélange est ensuite refroidi jusqu’à 50°C 
pour insolubiliser les phosphatides avant leur séparation par centrifugation (Karleskind, 1992). 
La « gomme » obtenue est séchée par évaporation. La lécithine brute est, par la suite, conservée 
à froid (van Nieuwenhuyzen et Tomás, 2008). Elle peut encore contenir jusqu’à 33% d’huile. 
Ainsi, suivant le degré de pureté souhaité, une étape de déshuilage peut être réalisée par de 
l’acétone à froid (0 à 4°C) qui solubilise les TAG et précipite les PL. 
1.1. Huile de colza 
L’huile de colza est stockée au sein des graines corps lipidiques (oil bodies, OB) (§ I-3). C’est 
une huile dite linolénique car elle contient plus de 5% d’ALA. Elle se distingue des principales 
autres sources lipidiques alimentaires par son ratio en AG n-6 : n-3 variant de 2,5 à 2, sa forte 
teneur en AG monoinsaturés (AGMI) (> 50% des AG totaux) et, par conséquent, sa faible 
teneur en AG saturés (AGS). L’huile de colza est donc riche en LA (15 - 30%) et ALA (5 - 
14%) (FOA et OMS, 1999) (Tableau 1). Ces deux AGPI indispensables se distinguent par leur 
rôle de précurseurs pour la bioconversion des AGPI n-3 et n-6 à plus longue chaine dits 
essentiels, comme l’acide arachidonique (AA, 20:4, n-6), l’acide eicosapentaénoïque (EPA, 
20:5, n-3) et l’acide docosahexaénoïque (DHA, 22:6, n-3), dont les fonctions structurales et 
fonctionnelles sont déterminantes. Le DHA, dérivé de l’ALA, est également considéré par 
certaines autorités (ANSES, 2013) comme un AG indispensable, car son taux de conversion à 
partir de l’ALA est très faible (de l’ordre de 1 à 9 %) (Arterburn et al., 2006, Harnack et al., 
2009, Legrand, 2010). Ces 5 AGPI se distinguent par leurs effets pléiotropiques bénéfiques : 
leur impact sur les concentrations de lipides circulants, les altérations structurales et 
fonctionnelles des membranes cellulaires dans lesquelles ils s’incorporent, leur implication 
dans la cascade de production d’eicosanoïdes et leur impact sur l’expression de certains gènes 
(Guesnet et al., 2005a, Riediger et al., 2009).  
Outre sa richesse en AGPI, l’huile de colza présente une teneur importante en AGMI, 
notamment l’acide oléique (18:1, n-9) (51 - 70%) (FOA et OMS, 1999). Les AGMI ont des 
effets protecteurs sur les maladies cardiovasculaires et le syndrome métabolique via la 
modulation du profil lipidique, de la pression  sanguine, du glucose sanguin et de la sensibilité 
à l’insuline (Gillingham et al., 2011).  
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Tableau 1: Principaux acides gras insaturés de l’huile de colza 
Acides Gras  Formule Composition 
   FOA and OMS (1999) 
Acides gras polyinsaturés oméga-3 (AGPI n-3) 
Acide α-linolénique 
(ALA) 
 
 
18:3 5-14 % 
Acide 
eicosapentaénoïque 
(EPA)  
20:5 > 1% 
Acide 
docosahexaénoïque 
(DHA)  
22:6 > 1% 
Acides gras polyinsaturés oméga-6 (AGPI n-6) 
Acide linoléique 
(LA) 
 
18:2 15-30 % 
Acide 
arachidonique (AA) 
 
20:4 > 1% 
Acide gras monoinsaturé (AGMI) 
Acide oléique 
 
18:1 51-70 % 
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Ainsi, le profil lipidique de l’huile de colza répond aux recommandations de plusieurs autorités, 
dont l’agence nationale de sécurité sanitaire de l’alimentation, de l’environnement et du travail 
(ANSES) et Santé Canada, qui proposent notamment l’ingestion d’un ratio entre le LA (18:2 
n-6) : et l’ALA (18:3 n-3) inférieur ou égal à 5 : 1 et une consommation en AGMI représentant 
au moins 20% l’apport énergétique total quotidien. Sa composition en AG confère également 
à l’huile de colza des allégations de richesse en AG insaturés et de diminution du 
cholestérol selon le gouvernement canadien (ACIA, 2017). De plus, sa faible composition en 
AGS, en AG trans et en cholestérol lui vaut l’appui de l’American Heart Association. En outre, 
elle est considérée comme une bonne source en vitamine E, un antioxydant naturel 
(CanolaCouncil, 2017). 
1.2. Lécithine de colza 
Pour l’industrie agroalimentaire, une lécithine correspond à un additif alimentaire (E322) 
composé d’un mélange de PL (teneur supérieure à 50 ou 60% suivant les législations), de 
cholestérol et de TAG (Hasenhuettl, 2008, Li et al., 2015a, van Nieuwenhuyzen et Tomás, 
2008).  
Les PL sont des molécules amphiphiles constituées d’une tête polaire comprenant une partie 
hydrophobe (généralement, 2 chaines d’AG), un groupement phosphoryle sur lequel peut 
éventuellement être additionné un groupement azoté (choline, sérine ou éthanolamine), un 
sucre (inositol) ou un autre glycérol (Tableau 2). La lécithine de colza contient majoritairement 
de la phosphatidylcholine (PC), de la phosphatidyléthanolamine (PE) (PL zwitterioniques) et 
du phosphatidylinositol (PI) (PL anionique) (Tableau 2) (van Nieuwenhuyzen et Tomás, 2008, 
Xie et Dunford, 2017). La composition des chaines acyles est caractérisée par la présence 
d’acide oléique (18:1) et de LA (18:2) (Xie et Dunford, 2017, van Nieuwenhuyzen et Tomás, 
2008, Helmerich et Koehler, 2003) (Tableau 2).  
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Tableau 2: Composition typique (%) en phospholipides et en acides gras de la lécithine de colza 
  Composition de la lécithine de colza 
  
Helmerich and Keohler  
(2003) 
van Nieuwenhuyzen et Tomás 
(2008) 
Xie et al 
(2017) 
Phospholipides (%) Tête polaire    
Phosphatidylcholine 
 
16 – 25 37 6 – 22 
Phosphatidyléthanolamine  4 – 12 20 3 – 16 
Phosphatidylinositol 
 
11 – 14 22 
29 – 33* 
Acide phosphatidique  3 – 7 9 
Autres phospholipides  2 – 15 6 7 - 26 
Acides gras des phospholipides totaux (%) 
 
   
Acide palmitique (16:0)  n/d 7 6 – 11 
Acide stéarique (18:0)  n/d 1 0,8 – 1,2 
Acide oléique (18:1)  n/d 56 50 
Acide linoléique (18:2)  n/d 25 31 – 36 
Acide linolénique (18:3)  n/d 6 5 - 6 
Autres acides gras  n/d 5 1 - 2 
n/d : non déterminé 
*pourcentage pour le PI et le PA
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1.3. Tourteau de colza 
La composition des tourteaux reflète la variabilité de la nature des graines utilisées (lieu de la 
culture, conditions climatiques, cultivar) et, dans une moindre mesure, des conditions de 
procédé d’extraction de l’huile. La composition typique du tourteau de colza délipidé est 
présentée dans le Tableau 3 (Daun et al., 2011, Li et al., 2015b, CanolaCouncil, 2015). 
Tableau 3 : Composition typique du tourteau délipidé de colza (sur une base d’humidité de 12%) 
 Composition 
 Daun et al (2011) Canola Council (2015) Li et al (2015) 
Protéines (%) 36 37 39 – 44 
Lipides (%) 3,5 n/d n/d 
Cendre (%) 6 7 7 – 10 
Fibres crues (%) 12 11 13 – 17 
Fibres totales (%) n/d 32 28 – 41 
Glucosinolates (µmol/g) 7 4 4 – 23 
n/d : non déterminé 
À l’heure actuelle, le tourteau est principalement utilisé pour l’alimentation animale, 
notamment pour sa forte teneur en protéines (36 - 39%), sa composition équilibrée en acides 
aminés essentiels et non-essentiels (Klockeman et al., 1997). De plus, les protéines de colza 
présentent un Score Chimique Corrigé de la Digestibilité de 0,83 – 0,93, soit un indice de 
digestibilité comparable à ceux de plusieurs sources de protéines animales comme les œufs 
(1,00), le lait (1,00) et le poisson (1,00). La qualité d’une source protéique se mesure aussi avec 
l’indice de digestibilité véritable de l’azote (nutriments digestibles totaux). Les protéines de 
colza, sous forme d’isolat ou d’hydrolysat, se caractérisent par des valeurs similaires de 
nutriments digestibles totaux (93,3 – 97,3% respectivement) à celles de plusieurs sources 
animales (œufs (98%), caséine (95%), collagène (95%)). Elles présentent une meilleure 
digestibilité que plusieurs sources végétales telles que le blé (91%) ou les haricots (78%) 
(Fleddermann et al., 2013).  
Parmi les protéines de colza, on distingue : 
- les protéines de stockage avec deux protéines majoritaires, la cruciférine (12S 
globuline) et la napine (2S albumine), représentant 32 – 60% et 20 – 45% 
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respectivement des protéines totales dans les graines de colza selon le stade de maturité 
de la graine (Höglund et al., 1991, Wanasundara, 2011). Ces dernières, produites durant 
la maturation, s’accumulent et se densifient dans des compartiments spécialisés, les 
corps protéiques, générés à partir des vacuoles de stockage des protéines, avant d’être 
utilisées comme source d’azote lors de la germination de la graine (Wanasundara, 
2011). 
- Les protéines de structure avec les OBP décrites ultérieurement (§ I-3) représentant 2 à 
8% des protéines totales (Tzen et Huang, 1992, Wanasundara, 2011).   
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2. Émulsions : rôle clé de l’interface colloïdale 
La stabilité des émulsions est corrélée principalement à la surface interfaciale générée lors de 
leur fabrication. À cette interface, s’adsorbent les TA grâce à leur nature amphiphile qui leur 
permet d’interagir avec les deux phases liquides non miscibles du mélange. L’adsorption de 
ces molécules permet de réduire la tension interfaciale entre les deux liquides et, ainsi, de 
participer à la stabilisation des gouttelettes formées et de prévenir la déstabilisation du système 
biphasique. Ce chapitre se place, dans un premier temps, au niveau macroscopique des 
émulsions (formation et destruction du système) et, dans un deuxième temps, au niveau 
moléculaire (rôles des TA et interactions aux interfaces). 
Les émulsions sont des dispersions colloïdales composées de deux liquides non miscibles dont 
la phase dispersée se trouve sous forme de fines gouttelettes dans une phase continue. Dans le 
cas des émulsions directes H/E, représentant de nombreux systèmes alimentaires comme le lait, 
les sauces et les vinaigrettes industrielles, des gouttelettes d’huile sont dispersées dans une 
solution aqueuse. Ces matrices biphasiques sont instables thermodynamiquement : la 
séparation des phases non miscibles est donc inévitable. Cette séparation peut survenir en 
quelques minutes ou après plusieurs années. L’usage adéquat de tensioactifs permet de réaliser 
des formulations cinétiquement plus stables, on parle alors de systèmes métastables.  
2.1. Émulsions 
2.1.1. Principes de l’émulsification 
L’émulsification consiste à amener suffisamment d’énergie au système polyphasique pour 
causer le fractionnement de la phase dispersée et l’adsorption des TA aux interfaces. Au sein 
de chaque phase liquide, les molécules, de même nature, interagissent entre elles selon une 
force d’attraction résultante nulle (Figure 2). Cependant, pour les molécules aux interfaces, la 
résultante des forces attractives (F1) est non nulle et orientée vers l’intérieur de la gouttelette 
du liquide dispersé : c’est la tension de surface (ou tension interfaciale, ) (Équation 1). Cette 
relation est définie selon l’énergie libre (G) à fournir au système pour augmenter d’une 
surface A l’interface de contact entre les deux phases. 
  =  
∆𝐺
∆𝐴
 Équation 1 
 : Tension interfaciale exprimée en J/m2 ou en N/m 
G : Énergie libre à l’interface 
A : Surface de contact entre les deux phases non miscibles 
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Figure 2 : Représentation des forces d'attraction intermoléculaire à l’interface de deux liquides non miscibles. 
Adapté de Broil et Schott (2014) 
Le fractionnement de la phase dispersée cause l’augmentation de la surface de contact entre les 
deux phases non miscibles et requiert de l’énergie, appliquée sous forme mécanique. Les 
dispositifs conventionnels pour l’émulsification en industrie, comme les mélangeurs haute 
vitesse, les moulins colloïdaux, les sondes ultrasons, les homogénéisateurs haute pression et 
les micro-fluidiseurs, fournissent cette énergie (Britten, 2015, Leal-Calderon et al., 2007). Ces 
appareils soumettent les gouttelettes grossières à des contraintes de cisaillement, de cavitation, 
de turbulence, etc., selon un écoulement laminaire ou turbulent, qui engendrent leur 
fractionnement et, donc, la création de gouttelettes plus fines avec une distribution plus 
homogène.  
L’énergie mécanique apportée durant l’émulsification est souvent très élevée par rapport à 
l’énergie globale du système émulsionné. Une partie du surplus d’énergie est alors évacué sous 
forme de chaleur (dissipation visqueuse). Ce nouvel état énergétique implique donc que 
l’émulsion va évoluer dans le temps selon plusieurs mécanismes de déstabilisation. 
2.1.2. Mécanismes de déstabilisation des émulsions  
Les principaux mécanismes de déstabilisation sont les séparations gravitationnelles (crémage 
et sédimentation), la floculation, la coalescence et le mûrissement d’Oswald (Figure 3). 
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Figure 3 : Mécanismes de déstabilisation des émulsions. Adapté de Piorkowski et McClements (2014) 
2.1.2.1. Crémage  
Le crémage (ou la sédimentation dans les émulsions inverses eau dans huile) représente une 
forme de déstabilisation physique trouvée fréquemment dans les émulsions alimentaires. La 
différence de masse volumique entre les deux phases non miscibles favorise la migration et 
l’accumulation de la phase moins dense au-dessus de la phase plus dense. La vitesse de 
migration des gouttelettes est définie selon la loi de Stokes (Équation 2).   
 𝑉 =  
2𝑟2𝑔 (
𝑑
− 
𝑐
)
9
 Équation 2 
V : Vitesse de migration (m/s) 
r : Rayon des gouttelettes (m) 
g : Accélération gravitationnelle (m/s2) 
d : Masse volumique de la phase dispersée (kg/m3) 
c : Masse volumique de la phase continue (kg/m3) 
 : Viscosité de la phase continue (Pa.s) 
Pour minimiser ce phénomène, les stratégies les plus utilisées dans les matrices alimentaires 
consistent à diminuer la taille des gouttelettes et/ou à augmenter la viscosité de la phase 
continue.  
2.1.2.2. Floculation  
La floculation est un phénomène de déstabilisation réversible des émulsions représenté par le 
développement de flocs (agrégation sous forme d’amas) des gouttelettes huileuses. Ces 
agrégats surviennent lorsque les gouttelettes entrent en collision et s’assemblent dû aux 
interactions entre les molécules interfaciales de gouttelettes différentes. La charge interfaciale 
et la fréquence de collisions entre les gouttelettes sont donc les deux facteurs principaux sous- 
jacents à ce mécanisme. 
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Notons que la quantité de TA peut également jouer un rôle dans ce type de déstabilisation. La 
floculation par pontage reflète une quantité insuffisante de TA pour recouvrir toute la surface 
des gouttelettes et induit l’adsorption du TA à la surface de plusieurs gouttelettes pour les 
stabiliser. A contrario, la floculation par déplétion reflète une quantité excédentaire de TA qui 
provoque leur association et permet la solubilisation de ces molécules dans la phase aqueuse. 
2.1.2.3. Mûrissement d’Oswald  
Le mûrissement d’Oswald est une forme de déstabilisation irréversible des émulsions qui 
correspond à un transfert de matière des petites gouttelettes vers les grandes. Selon la loi de 
Laplace (Équation 3), les petites gouttelettes d’une émulsion subissent une plus grande pression 
interne que les grandes. Si la pression exercée sur le liquide contenu dans les petites gouttelettes 
est suffisamment grande, leur contenu peut se solubiliser dans la phase continue (malgré leur 
très faible miscibilité) et migrer vers une zone de moins grande pression : les plus grandes 
gouttelettes (McBreen, 2015). Ce type de déstabilisation tend à augmenter la proportion de 
grosses gouttelettes et favorise le crémage des émulsions. 
 ∆𝑃 =  
2
𝑟
 Équation 3 
 P : Différentiel de pression entre l’intérieur et à l’extérieur de la gouttelette (N) 
 : Tension interfaciale (N/m) 
r : Différentiel de rayon des gouttelettes (m) 
2.1.2.4. Coalescence  
La coalescence est un phénomène de déstabilisation irréversible qui consiste en la rupture 
partielle de l’interface et conduit à la fusion de plusieurs gouttelettes. Les mécanismes de la 
coalescence dépendent, notamment, de la facilité de l’interface à se rompre. Ils interviennent 
après le phénomène de floculation. Notons que l’augmentation de la taille des gouttelettes 
lipidiques favorise le crémage et donc l’entassement des gouttelettes. Ce compactage augmente 
la pression exercée par les gouttelettes sur leurs voisines, encourageant à son tour la 
coalescence. On parle alors d’un phénomène autoentretenu.  
2.1.3. Les tensioactifs  
Il existe plusieurs stratégies pour permettre la fabrication des émulsions et limiter leur vitesse 
de déstabilisation. La sélection de TA en fait partie. Les TA, de par leur caractère amphiphile, 
possèdent une activité de surface et abaissent la tension interfaciale (Figure 4). L’affinité du 
TA pour les deux phases de l’émulsion diminue l’énergie libre à l’interface (G) et favorise la 
formation des gouttelettes. En parallèle, les TA sont capables de générer des répulsions à 
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longue portée entre les surfaces, susceptibles de protéger les gouttelettes contre les différents 
phénomènes d’instabilité. L’efficacité des tensioactifs dépend, notamment, de leurs propriétés 
mécaniques à l’interface et de leur résistance aux déformations de la membrane qu’ils créent. 
Ils se divisent généralement en deux catégories : les émulsifiants de faible poids moléculaire 
et les biopolymères amphiphiles. 
 
Figure 4 : Représentation des forces d'attraction intermoléculaire à l’interface de deux liquides non miscibles 
sans (a) et avec (b) tensioactifs. Adapté de Broil et Schott (2014)  
2.1.3.1. Émulsifiants de faible poids moléculaire 
Les émulsifiants de faible poids moléculaire (EFPM) sont constitués d’une ou de plusieurs 
chaînes carbonées apolaires lipophiles et d’une tête polaire hydrophile pouvant être anionique, 
cationique, zwitterionique ou non ionique. L’importance respective des deux parties confère à 
ces molécules des propriétés de solubilisation et d’affinité chimique qui déterminent leur usage. 
Parmi les TA couramment utilisés dans l’industrie agroalimentaire, on compte les surfactants 
tels que les esters de sucrose, les esters de polyglycérol, les esters de sorbitan (SPAN), leurs 
dérivés polyoxyéthylénés (polysorbate ou Tween) et les dérivés de lipides, notamment les 
monoglycérides (MAG), les diglycérides (DAG) et les PL (§ I-1.3) (Fameau et al., 2013).  
Ces TA sont caractérisés par la valeur de la balance hydrophile-lipophile (HLB) calculée en 
tenant compte de la contribution des différentes fonctions chimiques (hydrophiles et 
hydrophobes) présentes dans la molécule (Équation 4). Ainsi, les fonctions hydrophiles 
contribuent positivement à la valeur de la HLB tandis que les carbones aliphatiques y 
contribuent négativement (Tableau 4). 
 
 𝐻𝐿𝐵 = 7 + ∑(𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑖𝑏𝑢𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑒𝑠 𝑑𝑖𝑓𝑓é𝑟𝑒𝑛𝑡𝑒𝑠 𝑓𝑜𝑛𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛𝑠 𝑐ℎ𝑖𝑚𝑖𝑞𝑢𝑒𝑠) Équation 4 
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Tableau 4 : Contribution des groupes chimiques dans le calcul du HLB (Davies, 1957) 
Groupes hydrophiles Contribution associée  Groupes lipophiles Contribution associée 
− 𝑆𝑂4
− 𝑁𝑎+ 38,7  − 𝐶𝐻 − 
- 0,475 
− 𝐶𝑂𝑂− 𝐾+ 21,1  − 𝐶𝐻2 − 
− 𝐶𝑂𝑂− 𝑁𝑎+ 19,1  − 𝐶𝐻3 
= 𝑁 − 9,4  = 𝐶𝐻 − 
𝑒𝑠𝑡𝑒𝑟 𝑠𝑝𝑎𝑛 6,8    
𝑒𝑠𝑡𝑒𝑟 𝑙𝑖𝑏𝑟𝑒 2,4    
− 𝐶𝑂𝑂𝐻 2,1    
ℎ𝑦𝑑𝑟𝑜𝑥𝑦𝑙 𝑙𝑖𝑏𝑟𝑒 1,9    
− 𝑂 − 1,3    
ℎ𝑦𝑑𝑟𝑜𝑥𝑦𝑙 𝑠𝑝𝑎𝑛 0,5    
La valeur HLB est un indice couramment utilisé pour prédire le type d’émulsion produit, car 
elle indique la phase dans laquelle le TA est le plus soluble et qui constitue la phase continue 
de l’émulsion. Cette échelle se répartit généralement entre des valeurs de 0 à 20, les valeurs 
élevées étant associées aux TA hydrophiles formant des émulsions directes (Bergenstahl, 
2008). Cette méthode de calcul représente un bon outil pour estimer la solubilité des EFPM 
mais ne s’applique pas aux biopolymères. De plus, elle ne tient pas compte des conditions 
expérimentales qui peuvent influencer la solubilité des TA comme la température ou la force 
ionique. 
2.1.3.2. Biopolymères amphiphiles 
Les biopolymères amphiphiles regroupent majoritairement des protéines et certains 
hydrocolloïdes, dont la gomme arabique, les amidons modifiés, les celluloses modifiées et 
certaines pectines (Dickinson, 2009). En ce qui concerne les protéines, leurs propriétés 
tensioactives proviennent de la proportion des segments hydrophiles et lipophiles (structure 
primaire) et de la conformation (structures secondaire et tertiaire). On les classe généralement 
en deux grandes catégories : les protéines flexibles qui se déplient pour s’insérer à l’interface, 
comme les caséines (Figure 5a) et les protéines globulaires, dont le niveau de dénaturation est 
plus faible et est atteint plus lentement, comme la β-lactoglobuline (Figure 5b). Néanmoins, il 
existe une troisième catégorie de protéines, les protéines du corps lipidique (oil bodies proteins, 
OBP), avec une zone d’ancrage dans la phase lipidique plus importante. Les oléosines, 
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représentantes principales des OBP, adoptent une conformation particulière une forme en 
parapluie (§ I-3.2) (Figure 5c). 
 
Figure 5 : Représentation de la conformation à l’interface de différents types de protéine.  Rouge : section 
hydrophobe. Bleu : section hydrophile (a) caséine (b) β-lactoglobuline (c) oléosine (Rayner, 2015) 
2.1.4. Rôles des tensioactifs dans la mise en place de l’interface  
La création du film interfacial se déroule en trois grandes étapes : la migration, l’adsorption et 
le réarrangement des TA adsorbés. 
2.1.4.1. Migration des TA à l’interface 
La capacité de migration d’un TA vers l’interface est élément crucial de son efficacité à 
stabiliser les gouttelettes formées. Cette migration dépend (McClements, 2015) : 
- de ses caractéristiques intrinsèques qui définissent son coefficient de diffusion 
(solubilité, valeur de la HLB, capacité de déformation); 
-  des propriétés des deux phases liquides (viscosité, force ionique); 
-  des conditions d’émulsification (température, pression).  
2.1.4.2. Adsorption des TA à l’interface 
Ces molécules tensioactives s’adsorbent à l’interface avec une énergie de l’ordre de 𝑘𝐵𝑇, 
l’énergie thermique. Il existe alors un équilibre d’adsorption et de désorption des TA à 
l’interface. Plus la concentration de TA dans la phase dans laquelle il est soluble augmente, 
plus la concentration de molécules à l’interface est élevée (jusqu’à saturation de l’interface), 
et, donc, plus la tension de surface diminue.  
2.1.4.3. Organisation et réarrangement des TA adsorbés 
La conformation de l’interface lipidique influence ses propriétés : la nature et la concentration 
des TA ainsi que les propriétés physicochimiques du milieu aqueux déterminent les charges 
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électrostatiques et l’épaisseur de l’interface, responsables de la stabilité des émulsions (Anton 
et al., 2013, Berton-Carabin et al., 2014, McClements, 2015).  
La structure des EFPM génère une monocouche interfaciale flexible très mince. Le faible 
encombrement stérique de ces émulsifiants leur permet de se compacter à l’interface et 
d’occuper jusqu’à 98 % de la surface disponible (Dickinson, 1992). Cette répartition très dense 
et fluide prévient la déstabilisation des émulsions par répulsion de charges (si les TA sont 
chargés) et par effet Marangoni (Nylander et al., 2008). L’effet Marangoni est un phénomène 
hydrodynamique. La diffusion rapide des EFPM lors de leur distribution non homogène quand 
une interface est comprimée ou étirée entraîne les molécules d’eau adjacentes. Ainsi, la 
diffusion du tensioactif vers le centre entraine alors, par effet de friction, la phase continue vers 
la zone confinée. Ce déplacement d’eau restaure la quantité de solution entre les gouttelettes, 
prévenant leur agrégation (Vignes-Adler et Verlade, 2009).  
Lors de leur adsorption à l’interface des gouttelettes lipidiques, les protéines adoptent, quant à 
elles, une conformation caractéristique permettant aux segments lipophiles de se retrouver dans 
la phase huileuse et aux segments hydrophiles de se retrouver dans la phase aqueuse, créant 
alors un film viscoélastique responsable de la stabilité des émulsions (Tcholakova et al., 2006). 
Ce film, dont la viscosité dépend de la flexibilité des protéines, est beaucoup plus épais que les 
interfaces composées d’EFPM, certains segments protéiques se dégageant même de la zone 
interfaciale. Les segments hydrophiles qui se retrouvent dans la phase aqueuse jouent un rôle 
clé dans la stabilisation des émulsions grâce aux répulsions électrostatiques, aux interactions 
intermoléculaires et aux répulsions stériques qu’ils engendrent. Lors de cette adsorption, la 
surface occupée par les segments protéiques représente seulement 30 à 40 % de l’aire 
disponible, contrairement aux EFPM qui occupent presque totalement la surface (Figure 6) 
(Dickinson, 1992). De plus, la conformation (compactage, multicouche, formation de liaisons 
covalentes, etc.) des protéines à l’interface est dépendante de leur nature et de leur 
concentration (Figure 6).  
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Figure 6 : Représentation schématique des conformations adoptées par des protéines flexibles ou globulaires en 
fonction de leur concentration surfacique à l’interface huile/eau (Berton 2011) 
2.1.5. Interactions des tensioactifs aux interfaces 
Le rôle des TA sur la formation et la stabilité physicochimique des émulsions est fréquemment 
étudié pour des systèmes modèles où les TA sont utilisés de façon individuelle. Cependant, 
plusieurs systèmes colloïdaux alimentaires, comme les globules gras du lait, le jaune d’œuf ou 
les OB végétaux, sont stabilisés par un mélange de TA. Lors de la formation de l’émulsion, la 
présence de plusieurs TA dans la formulation peut conduire à plusieurs situations : une 
coadsorption des TA à l’interface sans interaction spécifique entre les molécules, une 
compétition pour l’interface avec une espèce dominante, ou une synergie avec la mise en place 
d’interactions moléculaires ou supramoléculaires (Tableau 5). L’objet des sections suivantes 
se focalise sur les interactions PL : protéines aux interfaces. 
2.1.5.1. Coadsorption des TA 
La coadsorption des TA à l’interface implique qu’il y a peu, voire aucune interactions entre les 
TA : ils s’adsorbent de manière indépendante (McClements et Gumus, 2016). Les TA peuvent 
être répartis de manière uniforme ou sous forme de « rafts ». Les rafts ont été présentés par 
Simons et Ikonen (1997) comme une nouvelle organisation structurelle des membranes 
cellulaires. Par la suite, la présence de ce type d’organisation des TA a aussi été mise en 
évidence au sein de matrices alimentaires comme les globules gras du lait (Lopez et al., 2015, 
Lopez et al., 2010). La coadsorption des TA peut survenir lorsque les deux TA sont incorporés 
avant l’homogénéisation du système ou lorsqu’un TA est ajouté post-émulsification. La 
disposition des TA à l’interface dépend de l’affinité des deux émulsifiants pour l’interface et 
de leur concentration (McClements et Gumus, 2016). Par exemple, pour une concentration 
initiale de 0,3% de caséine, un recouvrement interfacial de 1 mg/m2 est observé. Il représente 
le recouvrement minimal requis pour assurer la stabilité des émulsions (Fang et Dalgleish 
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(1993). À cette concentration, les protéines s’étendent à l’interface laissant des « trous » dans 
le film protéique interfaciale et, par conséquent, des zones huileuses non recouvertes. En 
ajoutant des PL, ces derniers s’insèrent dans les zones non recouvertes par le film protéique 
augmentant la stabilité de l’émulsion. Dans le cadre d’une étude réalisée en couche 
monomoléculaire, Martinet et al. (2003) ont montré que les constituants tensioactifs des 
lipoprotéines de faible densité provenant du jaune d’œufs, dont les PL et les apoprotéines, se 
comportent de manière individuelle à l’interface et s’organisent selon des structures 
ressemblant à des « rafts ». 
2.1.5.2. Compétition pour l’interface 
La compétition entre des molécules tensioactives apparait lorsque deux espèces ne peuvent 
coexister à l’interface pour former un film mixte. Dans ce scénario, la concentration des TA 
joue un rôle clé pour la détermination de l’espèce dominante à l’interface. À faible 
concentration des deux TA, les protéines dominent les PL de par leur affinité pour l’interface 
et leur encombrement stérique. À plus forte concentration des deux TA, les PL ont la capacité 
de se compacter plus efficacement à l’interface (Mackie et Wilde, 2005). Lorsque les deux TA 
sont présents en excès, les PL peuvent abaisser davantage la tension interfaciale que les 
protéines et, ainsi, les déplacer progressivement de l’interface (Dickinson et Woskett, 1989, 
Ettelaie et al., 2014, Munk et al., 2014, van Aken, 2003, Woodward et al., 2010). D’après des 
expériences réalisées en couche monomoléculaire, ce déplacement surviendrait en deux étapes. 
En premier lieu, la création d’interactions entre les PL et les protéines permettrait aux PL de 
s’approcher de l’interface. Ensuite, les PL déstabiliseraient les interactions protéine-protéine, 
entrainant l’expulsion des protéines de l’interface de sorte que les PL occupent la quasi-
entièreté de la surface développée. (Pugnaloni et al., 2004, van Aken, 2003, Gunning et al., 
2005) (Figure 7). Le phénomène de compétition est observé pour aussi bien pour des PL purs 
que pour des mélanges de PL (lécithine). Courthaudon et Dickinson (1991) ont montré qu’à 
partir d’un rapport de 8 : 1 (PL : protéine), la PC pure déplace la -caséine de l’interface des 
gouttelettes à base d’huile végétale (soja) ou minérale (tétradécane). De même, Wang et al. 
(2017) ont montré qu’à faible concentration, une interaction synergique existe entre la lécithine 
de soja (mélange de différents PL) et les protéines du lactosérum, mais que pour des rapports 
supérieurs à 1 : 1, une compétition pour l’interface apparait.  
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Figure 7 : Représentation de la compétition à l’interface entre les phospholipides (DPPC) et des protéines (-
caséine) en fonction de la concentration en phospholipides. Adapté de Caro et al. (2009). 
Synergie des TA à l’interface  
Certains couples PL : protéines peuvent interagir entre eux aboutissant soit à une multicouche 
par complexation moléculaire soit par superposition de monocouche (McClements et Gumus, 
2016).   
Le cas de la complexation de PL et de protéines se présente lorsque ces deux types de molécules 
se retrouvent simultanément à l’interface pour la création d’une interface dont la nature et 
l’intensité des interactions modifient de manière significative la structure et la cohésion de 
l’interface (Waninge et al., 2005, Caro et al., 2009, He et al., 2008). Le complexe issu des 
interactions PL : protéines aurait une énergie d’adsorption plus faible que le mélange des PL 
et des protéines et permettrait à une plus grande quantité de molécules de s’ancrer à l’interface 
(He et al., 2008). La complexation entre les TA peut prendre place dans la phase aqueuse : dans 
ce cas, c’est le complexe entier qui s’adsorbe à l’interface. Mais, la complexation peut aussi se 
produire directement à l’interface soit parce que l’ajout du deuxième TA a lieu après 
l’homogénéisation, soit parce que l’un des TA est dispersé dans la phase aqueuse et l’autre 
dans la phase huileuse (McClements et Gumus, 2016). Le phénomène de complexation peut 
impliquer des PL chargés et des protéines interagissant via des interactions de nature 
électrostatique. Les queues hydrophobes des PL se positionnent alors vers l’extérieur du 
complexe. A faible concentration en PL, cette complexation engendre une augmentation de 
l’hydrophobicité de l’assemblage moléculaire (Figure 8) (Kotsmar et al., 2009, Mackie et 
Wilde, 2005). Le complexe moléculaire a une activité de surface augmenté permettant un 
meilleur ancrage à l’interface (Mackie et Wilde, 2005).  
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Figure 8 : Interactions entre les PL chargés et les protéines. Adapté de Kotsmar et al. (2009) 
Si les PL sont présents en excès, une fois la charge de la protéine neutralisée, les PL s’ancrent 
via des interactions hydrophobes à la protéine (Figure 8). Ces derniers augmentent le caractère 
hydrophile du complexe et diminue son affinité pour l’interface. Simultanément, une quantité 
des PL en excès se dirige vers l’interface et instaure un climat de compétition pour l’interface. 
Si les interactions protéine-protéine du film sont insuffisantes, la combinaison de ces deux 
évènements (complexation et compétition à l’interface) mène à la rupture du film protéique et 
à l’expulsion des protéines de l’interface, maintenant dominée par les PL (Kotsmar et al., 2009, 
Mackie et Wilde, 2005).  
La création d’une interface composée de multicouches par superposition de monocouches se 
met en place par l’assemblage de TA ayant des charges électriques différentes sans qu’il y ait 
complexation. Le premier TA s’adsorbe à l’interface et expose des charges dans le milieu 
aqueux. Ensuite, par la présence d’un TA de charge opposée, celui-ci vient s’adsorber pour 
créer une couche qui entoure l’interface déjà recouverte (Figure 9). Bien qu’une grande 
majorité de ces émulsions multicouches alimentaires soit plutôt composée de deux 
biopolymères (protéine-protéine, protéine-polysaccharide ou polysaccharide-polysaccharide) 
(McClements et Gumus, 2016, Dickinson, 2011), il existe des exemples dans la littérature 
d’émulsions à base de PL et de protéines qui adoptent cette conformation (Lu et al., 2004, Li 
et al., 2003). Par exemple, en étudiant la structure d’interfaces mixtes composées d’un mélange 
de PL (dioleoylphosphatidylsérine (DOPS), dioleoylphosphatidylétholamine (DOPE), 
dioleoylphosphatidylcholine (DOPC) et sphingomyéline) et de -caséine ou de -
lactoglobuline par microscopie électronique à transmission, Waninge et al. (2005) ont observé 
plusieurs arrangements qui dépendent de la séquence d’ajout des TA. Pour des concentrations 
allant jusqu’à un recouvrement interfacial de 0,3 mg/m2 et lorsque les deux TA sont présents 
lors de l’émulsification, l’interface présente une structure multicouche pour laquelle les PL 
sont directement à l’interface et les protéines s’assemblent par-dessus. 
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Figure 9: Représentations modèle d’une interface mixte en multicouches par superposition de monocouches 
composé de PL et de protéines. Adapté de Chung et McClements (2014) 
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Tableau 5 : Tableau récapitulatif non exhaustif présentant des exemples d'étude portant sur des interfaces colloïdales mixtes PL : protéines 
Émulsifiants Type de mécanisme Rapport                     
PL : protéines 
Nature de la 
phase dispersée 
Nature de la phase 
aqueuse 
Référence 
PC de jaune d’œuf / caséine 
Coadsorption pour les rapports 
[4,9:1]-[49-1] pour une 
concentration de caséine de 0,3%  
Complexation pour les 
concentrations de protéines 
supérieures 
[0,7 :1]-[49 :1] Huile de soja 
Solution tampon 
imidazole (20mM) pH7 
Fang et 
Dalgleish 
(1993) 
PC de jaune d’œuf / -caséine  
Compétition à partir du rapport 
[8 :1] 
[0 :1] [2 : 1][4 : 1] 
[8 : 1] [16 : 1]   
[50 : 1][100 :1] 
Tétradécane ou 
Huile de soja 
Solution tampon Bis-Tris 
propane (20mM) pH 7 
Courthaudon et 
Dickinson 
(1991) 
Lécithine ou lysolécithine / Protéines du 
lactosérum 
Compétition pour PL solubilisés 
dans l’eau  
Coadsorption ou complexation pour 
PL solubilisés dans l’huile 
[1 : 1,25] [1 : 2,5] 
[1:5] 
Huile de tournesol NaCl (0,5 ; 1,5%) 
Sünder et al. 
(2001) 
Lécithine de soja / isolat de protéines du 
lactosérum 
Compétition pour des rapports.    
[1 : 1] 
[0 : 1] [1 : 8] [1 : 4] 
[1 : 2,7] [1 : 2]   
[1 : 1] 
Huile de graine de 
pivoine 
Eau distillée  
Wang et al. 
(2017) 
PC du jaune d’œuf /-lactoglobuline Complexation 
[0 :1] [4 : 1] [7 : 1] 
[12 : 1] [16 : 1] 
Tetradécane 
Solution tampon Bis-Tris 
(20mM) pH 7 
Dickinson et 
Yamamoto 
(1996) 
Lécithine de soja / isolat de protéines du 
lactosérum 
Complexation [1 :1] Huile de soja Eau distillée pH 3 et 7 
Mantovani et al. 
(2013) 
Lécithine de soja déshuilée, PC, PE / caséine 
de sodium 
Complexation [5 : 3] 
Huile de foie de 
morue 
Solution tampon 
d’acétate de sodium 
imidazole (10mM) pH 
7,0 
Garcia-Moreno 
et al. (2014) 
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Émulsifiants Type de mécanisme Rapport                     
PL : protéines 
Nature de la 
phase dispersée 
Nature de la phase 
aqueuse 
Référence 
Lécithine de soja hydroxylée / isolat de 
protéines de lactosérum 
Complexation [1 : 10] Huile de maïs 
Eau distillée (NaCl 0 – 
200 mM) pH 6,8-7,0 
Jiménez-Flores 
et al. (2005) 
PC de soja / isolat de protéine de soja natives 
ou dénaturées 
Complexation 
[1 : 100] [1 : 50] 
[1 : 25] [1 : 10] 
Huile de tournesol 
NaCl (0 ; 40 ; 75 ou 
100mM) 
Scuriatti et al. 
(2003) 
Lécithine de soja / isolat de protéine de soja 
natives ou dénaturées 
Complexation [1 : 10] Huile de tournesol 
Solution tampon 
phosphate (0,5M) pH 
2,0 ; 5,5 ou 6,2 
Comas et al. 
(2006) 
Lécithine du jaune d’oeuf / Albumine du 
sérum bovin, ovalbulmine, conalbumine, -
lactoglobuline, lysozyme ou ovomucoide. 
Complexation [5 : 1] [50 : 1] Huile d’arachide 
Solution tampon 
d’acétate de sodium 
(0,1M) pH 3 
Nakamura et al. 
(1988) 
PC pure de jaune d’œuf, PC vierge de jaune 
d’œuf ou PC vierge de soja / protéines du 
lactosérum 
Complexation  [10 : 1] 
Tétradécane ou 
huile de maïs 
Solution tampon 
d’acétate (20mM) (pH 
3,0 ou 4,5) ou Solution 
tampon Bis-Tris propane 
(20mM) pH 7 
Yamamoto et 
Araki (1997) 
DOPS, DOPE, DOPC et sphingomyéline /-
caséine ou -lactoglobuline  
Multicouches [1 :1] Miglyol 218 
Solution tampon 
imidazole (20 mM) NaCl 
(50mM) 
Waninge et al. 
(2005) 
n/d : non déterminé 
 CHAPITRE I : État de l’art 
 26 
Le type d’interactions développées entre les PL et les protéines et, donc, les mécanismes à 
l’interface dépendent de plusieurs facteurs (Tableau 5) :  
- Les interactions, qu’elles soient de répulsion ou d’attraction, sont principalement 
dictées par la charge des molécules (Maldonado-Valderrama et Patino, 2010, Mackie, 
2004). L’état d’ionisation des différents groupements polaires des protéines et des PL 
est dépendant du pH de la phase aqueuse et l’accessibilité des groupements chargés (et 
donc leur possibilité d’interaction) est liée à la conformation des molécules 
(McClements, 2015). De façon générale, pour une concentration de TA donnée, pour 
des pH légèrement acides, les protéines, si elles sont sous leur point isoélectrique, vont 
plutôt exposer des charges positives. Ces charges positives peuvent interagir avec les 
groupements chargés négativement des PL anioniques et/ou zwitterioniques. Les 
interactions PL : protéines sont assez fortes et un effet synergique sur la stabilisation de 
l’interface est observé (Nakamura et al., 1988, Caro et al., 2009, Comas et al., 2006). 
Cependant, pour un pH très acide (pH 2), l’hydratation des PL provoque un gonflement 
de la tête polaire qui diminue les propriétés émulsifiantes et, par conséquent, diminue 
leur interaction avec les protéines pour la stabilisation d’une interface colloïdale mixte 
(Comas et al. (2006). 
- La force ionique de la phase aqueuse joue un rôle clé dans la solubilisation des protéines 
(Scuriatti et al., 2003, Jiménez-Flores et al., 2005). De manière générale, de faibles 
concentrations de sel favorisent la solubilisation des protéines et augmentent leurs 
propriétés émulsifiantes, alors que de fortes concentrations vont plutôt favoriser la 
création d’interactions protéines-protéines qui ne sont plus disponibles pour stabiliser 
l’interface (McClements, 2015, Sünder et al., 2001). 
- le rapport PL : protéines a une influence sur le comportement des TA à l’interface, 
notamment pour les interfaces où les TA forment des complexes (Wang et al., 2017, 
Courthaudon et Dickinson, 1991). A « faible » concentration des deux TA, la formation 
de complexes agit favorablement puisque ceux-ci démontrent une meilleure affinité 
pour l’interface. Cependant, à « forte » concentration des deux TA, cette complexation 
devient délétère pour le système. Par exemple, Wang et al. (2017) ont observé que pour 
les rapports PL : protéines de [1 : 8] à [1 :2] il existe une interface mixte synergique, 
mais à partir des rapports [1 :1], les PL de la lécithine délogent les protéines du 
lactosérum. 
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- La conformation des protéines peut être modifiée par effet thermique ou variation de 
pH et peut révéler de nouvelles parties de structure capables d’interagir avec les PL 
(Jiménez-Flores et al., 2005, Scuriatti et al., 2003, Comas et al., 2006).  
- La nature des PL peut impacter les interactions PL : protéines. Yamamoto et Araki 
(1997) observent que l’addition de lécithine vierge (54-67% de PC) à une émulsion 
stabilisée par de la -lactoglobuline améliore davantage la stabilité de l’émulsion que 
l’addition de PC pure. La teneur en PL anioniques de la lécithine vierge, comme le PA 
ou le PI, serait à l’origine de ce pouvoir stabilisant via des forces électrostatiques et 
d’hydratation supérieures (Yamamoto et Araki, 1997, Rydhag et Wilton, 1981). Ces 
interactions entre les PL anioniques et les protéines (chargées positivement) sont plus 
fortes que celles développées avec les PL zwitterioniques (Mackie, 2004). Plusieurs 
études démontrent que ce comportement s’applique pour les systèmes composés de PL 
et de protéines couramment utilisées en agroalimentaire comme la -lactoglobuline 
pure (Lefèvre et Subirade, 2000a, Lefèvre et Subirade, 2001, Junghans et al., 2010, 
Yamamoto et Araki, 1997), les isolats de protéines du lactosérum (Kasinos et al., 2013) 
et la -caséine (Arêas et al., 1997).  
- La phase de solubilisation des PL peut impacter les interactions PL : protéines ; la 
lécithine solubilisée dans la phase huileuse génère de meilleurs résultats de stabilisation 
synergique avec la -lactoglobuline qu’avec la lécithine solubilisée dans l’eau 
(Yamamoto et Araki, 1997, Sünder et al., 2001).  
- La séquence d’ajout des TA dans le procédé d’émulsification joue un rôle clé dans la 
création de l’interface (Waninge et al., 2005, van Nieuwenhuyzen et Szuhaj, 1998). Par 
exemple, pour des émulsions avec d’un mélange de lipides (DOPS, DOPE, DOPC, 
sphingomyéline) et de -caséine ou de -lactoglobuline, une interface mixte et stable 
peut être créée lorsque les deux TA sont présents lors de l’émulsification (Waninge et 
al. (2005). Les auteurs ont également démontré que les protéines en solution ne 
s’adsorbent que partiellement à l’interface lorsque celle-ci est déjà recouverte de PL 
(émulsification préalable avec les PL seulement). 
En conclusion, plusieurs paramètres influencent la création de l’interface colloïdale et, par 
conséquent, la formation et la stabilité des émulsions. La présence et la nature des interactions 
PL : protéines aux interfaces mixtes définissent le devenir des émulsions comportant plusieurs 
TA. La compréhension de ces interactions est donc importante pour la formulation de matrices 
polydisperses alimentaires.   
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3. Les corps lipidiques   
Cette deuxième partie du chapitre de l’étude bibliographique présente les connaissances sur la 
structure et la stabilité des corps lipidiques (oil bodies, OB). Les OB présente une structure 
naturelle stable présentant à l’interface un mélange PL et protéines d’origine végétale pouvant 
se substituer aux TA d’origine animale (lécithine d’œuf et protéines laitières) et les TA de 
synthèse. 
3.1. Les corps lipidiques 
Les corps lipidiques ou oléosomes sont des organelles sphériques, ayant un diamètre de 0,5 à 
2 µm, où sont stockés les lipides nécessaires à la germination des graines des plantes (Tzen, 
2012, Tzen et al., 1993, Chen et al., 2014) (Figure 10). L’interface des gouttelettes serait 
principalement composée d’une monocouche de PL totalement recouverte de protéines (OBP) 
(Jolivet 2009). Ces protéines représentant 0,5 à 4% du poids des OB (Tableau 6). Elles sont 
constituées d’une protéine majoritaire, l’oléosine, (75-90 %) (Tzen et al., 1993, Jolivet et al., 
2006b, Jolivet et al., 2009) et des protéines minoritaires (environ 5%), la caléosine et la 
stéréoléosine (Jolivet et al., 2009) (Figure 10). Les études démontrent que le PL majoritaire des 
OB de colza est la phosphatidylcholine (PC) (Tzen et al., 1993, Katavic et al., 2006, Deleu et 
al., 2010). Cependant, la distribution des autres PL semble dépendre de la méthode d’extraction 
et de quantification. Katavic et al. (2006) montre la présence de phosphatidyléthanolamine 
(PE) et de PA comme PL minoritaire, ce qui diffère des autres études de quantification (Tableau 
7). La proportion de PL et d’OBP à l’interface des OB de colza varie entre 1 : 1 et 1 : 2 (Tzen 
et al., 1993) (Tableau 6). 
Tableau 6 : Composition typique du tourteau délipidé de colza 
Pourcentage massique (%) Graines de colza Corps lipidiques 
 Huang et al, (1992) Tzen et al. (1993) Jolivet et al. (2006) 
PL totaux 1,9 – 2,7 0,6 – 2,0 n/d 
OBP 0,4 – 1,6 0,6 – 3,5 3,4 – 3,9  
n/d : non déterminé  
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Tableau 7 : Composition des corps lipidiques en phospholipides 
Pourcentage massique (%) Tzen et al. (1993) Deleu et al. (2010) 
PC 59,9 40,2 
PE 5,9 23,0  
PI 14,0 11,6 
PS 20,2 n/d 
PA 0 7,3 
Autres PL 0 17,9 
n/d : non déterminé 
 
 
 
 
 
 
Figure 10 : Représentation d’un corps lipidique (Rayner, 2015) (a) (Tzen, 2012) (b) 
3.2. Les protéines des corps lipidiques 
3.2.1. Les oléosines 
Les oléosines sont de petites protéines présentant plusieurs homologues de 15 à 23 kDa dans 
le colza, par exemple. Elles possèdent trois domaines structuraux, deux segments terminaux 
reliés par un segment médian, qui leur confèrent des propriétés pour la stabilisation 
physicochimique des gouttelettes lipidiques (Jolivet et al., 2009). Le domaine amphiphile à 
l’extrémité N-terminale de 50 à 70 résidus et le domaine hydrophile à l’extrémité C-terminale 
de longueur variable ont la propriété de se retrouver au niveau de la membrane de PL (Jolivet 
et al., 2009, Maurer et al., 2013, Frandsen et al., 2001). Ces deux domaines, unis à un troisième 
domaine hydrophobe dont le repliement est assuré par les nœuds de proline, créent une 
conformation en épingle à cheveux (Maurer et al., 2013) (Figure 10). Constitué d’environ 
75 résidus aminés (~8 kDa), le domaine médian, très bien conservé au sein des plantes, 
représente la plus grande séquence hydrophobe trouvée parmi les protéines naturelles (Li et al., 
2002, Jolivet et al., 2009) soit environ 40% de la séquence (Li et al., 2002). Ce segment, d’une 
(a) (b) TAG 
PL Stéroléosine 
Caléosine 
Oléosine 
(b) 
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longueur d’environ 5 à 6 nm (Huang et Huang, 2017), s’insère à l’intérieur du corps lipidique 
pour mieux stabiliser la structure (Nikiforidis et al., 2013).  Les oléosines sont classées selon 
deux isoformes : les oléosines de faibles poids moléculaires et celles de hauts poids 
moléculaires (Tzen et al., 1990), se différenciant par la présence ou l’absence d’une insertion 
très bien conservée de 18 résidus aminés au sein du segment C-terminal pour le colza (Jolivet 
et al., 2009). Dix-neuf séquences codant pour les oléosines se répartissent au sein de 5 
orthologues présentant des séquences très bien conservées notamment au niveau du segment 
médian ou du segment C-terminal (Jolivet et al., 2009). 
Bien que la structure du segment C-terminal varie à l’intérieur de la même famille (Jolivet et 
al., 2009), ce segment possède une région en hélices α conservées à travers les espèces 
végétales et qui rappelle la structure de certaines apolipoprotéines (Li et al., 1992, Tzen et 
Huang, 1992, Murphy et al., 1991) (Figure 11). Ce segment présente une séquence de 24 
résidus aminés démontrant 54% de similarité avec l’apolipoprotéine-CII humaine suggérant 
que l’oléosine joue le même rôle de réception et d’activation des lipases digestives (Li et al., 
1992). 
La composition du segment N-terminal est très variable en termes de séquence de résidus 
aminés au sein des différents organismes végétaux. Ce segment adopterait différentes 
structures selon la provenance des OB (Li et al., 1993). Pour le colza, cette séquence a été 
décrite pour présenter plutôt une région en hélices α et des segments désordonnés (Li et al., 
1992, Tzen et Huang, 1992).  
 
Figure 11 : Représentation structurale du segment C-terminal au sein d'une monocouche de PL. Adapté de Tzen 
(2012) 
La composition en résidus aminés du segment médian (Jolivet et al., 2009), riche en résidus 
permettant la formation de liaisons hydrogène inter ou intramoléculaires (notamment des 
séquences glycine-glycine et glycine-sérine), permet la flexibilité de cette structure. 
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Cependant, aucun consensus n’est trouvé pour définir la structure secondaire de ce segment. 
En effet, le caractère hydrophobe de l’oléosine complexifie le processus de solubilisation et 
donc les études structurales (Kim et al., 2007, Gohon et al., 2011). Ainsi, plusieurs études 
démontrent que la structure secondaire de l’oléosine est influencée par la nature du surfactant 
dans lequel elle est solubilisée. Par exemple, l’utilisation d’un détergent anionique comme le 
dodécylsulfate de sodium (SDS) ou d’amphipols tend à surreprésenter la proportion d’hélices 
 par rapport à l’utilisation de milieux comme des bicouches membranaires ressemblant 
davantage à l’environnement natif des OB (Lacey et al., 1998, Gohon et al., 2011, Vindigni et 
al., 2013). Les études de modélisation, de spectroscopie infrarouge à Transformée de Fourier 
(FTIR) et de dichroïsme circulaire proposent plusieurs conformations pour le segment médian 
(Tzen et al., 2008, Frandsen et al., 2001). Le premier modèle propose un domaine en « épingle 
à cheveux » composé de feuillets β antiparallèles repliés par un nœud de proline créant deux 
brins parallèles s’insérant en profondeur dans le cœur lipidique (Tzen et Huang, 1992) (Figure 
12A). Le deuxième modèle propose un repliement supplémentaire du segment créant une 
structure en baril à six brins β antiparallèles  (Tzen, 2012) (Figure 12B). Li et al. (1992) ont 
observé la formation de dimères d’oléosines à des concentrations élevées de sels : les feuillets 
β hydrophobes du segment médian interagiraient avec ceux des molécules voisines créant des 
homo-oligomères et ce, même en présence d’un dénaturant fort comme le SDS suggérant la 
formation de liaisons hydrogène entre les brins β (Li et al., 2002). Cette proposition mène à 
l’arrangement parallèle de brins β de différentes oléosines créant une structure quaternaire 
assemblée (Li et al., 2002, Li et al., 1992) (Figure 12C). Par extrapolation, d’autres 
conformations tertiaires et quaternaires composées de feuillets β parallèles ou antiparallèles 
sont envisageables (Tzen et al., 2008) (Figure 12D ou E). Cependant, d’autres études présentent 
des résultats suggérant que le segment médian est plutôt formé par des hélices α (Alexander et 
al., 2002, Lacey et al., 1998, Maurer et al., 2013, Huang et Huang, 2017) (Figure 12F), ce qui 
est cohérent avec la conformation adoptée par les protéines membranaires qui sont 
normalement hélicoïdales (§ IV-3.2) (White, 2009, Epand et al., 1990). En utilisant des 
procédés enzymatiques, Lacey et al. (1998) et Maurer et al. (2013) ont étudié la structure du 
segment médian imbriqué dans les OB en sectionnant les segments terminaux. Leurs résultats 
montrent que la partie insérée dans le cœur lipidique présente une plus grande proportion 
d’hélices  que dans la protéine native. En conclusion, malgré de nombreuses études, la 
structure secondaire du segment médian des oléosines n’est toujours pas élucidée. Tzen et al. 
(2008) suggèrent d’ailleurs qu’en tenant compte de la flexibilité intrinsèque de la protéine et 
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du caractère plastique environnant du cœur lipidique, il est envisageable qu’au sein d’un seul 
OB, plusieurs arrangements protéiques soient présents.  
 
Figure 12 : Représentations structurales potentielles du segment médian de l'oléosine au sein d'une monocouche 
de PL. A) monomère antiparallèle, B) baril à six brins β antiparallèles, C) oligomère parallèle, D) oligomère 
antiparallèle, E) oligomère parallèle et antiparallèle, F) hélice  (Tzen et al., 2008) 
   CYT : Cytosol, PLh : Tête polaire de phospholipide, PLt : Chaines hydrophobes de phospholipide, TAG : 
Triglycéride 
Les oléosines ont démontré leur rôle clé dans la stabilisation des OB par encombrement 
stérique et répulsion électronégative (Tzen et Huang, 1992, Capuano et al., 2007, Shimada et 
al., 2008). En prévenant la coalescence des OB,  les oléosines agissent également pour la 
protection des dommages cellulaires induits par des cycles de congélation/décongélation dans 
les graines entières (Shimada et al., 2008). Elles pourraient constituer un facteur clé dans la 
germination des graines en étant impliquées dans la mobilisation des OB et possèderaient des 
activités enzymatiques, notamment des activités de monoacylglycérol acyltransférase et de 
phospholipase (Tzen, 2012). De plus, comme mentionné précédemment, la similarité 
structurelle du segment C-terminal de l’oléosine avec l’apolipoprotéine-CII humaine suggère 
un rôle de réception et d’activation des lipases digestives (Li et al., 1992). 
3.2.2. La caléosine 
La caléosine est une petite protéine flexible d’environ 25 à 28 kDa. Elle constitue une protéine 
mineure au sein des OB de plusieurs espèces végétales. Cependant, les trois domaines 
structuraux de la caléosine sont bien conservés (Jiang et al., 2009). Sa structure secondaire, 
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similaire à l’oléosine, se divise en 3 domaines. Un peu comme l’oléosine, sa grande flexibilité 
la rend susceptible à adopter différentes conformations selon le milieu dans lequel elle est 
solubilisée (notamment la polarité du solvant). En présence de solvants polaires, la caléosine 
présente d’abord, une augmentation des hélices  (26 à 39%). Puis, à forte dose de méthanol 
et d’isopropanol, elle semble se dénaturer et adopter une structure désordonnée faisant 
diminuer la proportion des hélices  (10%) (Purkrtova et al., 2007).  
Malgré ses ressemblances avec l’oléosine, la caléosine présente des spécificités. Le segment 
C-terminal comprend plusieurs sites de phosphorylation impliqués dans la signalisation 
cellulaire. Le segment N-terminal comprend un motif de main EF défini par l’association de 
deux hélices  reliées par une boucle formée d’une douzaine de résidus aminés ayant la 
capacité de lier le calcium (Figure 13) d’où son nom cal-(protéine liant le calcium) éosine (du 
corps lipidique) (Chen et al., 1999). Cette séquence de 28 acides aminés. inclut une glycine et 
5 acides aminés possédant un atome d’oxygène ; cette séquence d’ acides aminés agit comme 
ligand du calcium (Chen et al., 1999, Frandsen et al., 2001). Par ailleurs, la caléosine présente 
une activité peroxydase. Son segment médian hydrophobe joue également un rôle d’ancre pour 
la protéine à l’interface des OB, mais est significativement plus court que celui de l’oléosine 
(Chen et al., 1999) (Figure 13), ne présentant qu’une trentaine de résidus aminés (Naested et 
al., 2000). À l’instar du segment médian de l’oléosine, la structure de la région en épingle à 
cheveux de la caléosine n’est pas clairement élucidée (Tzen, 2012). Adjacente à cette structure, 
se trouve une séquence de résidus aminés, riche en proline, susceptible d’adopter une forme de 
nœud et une hélice  qui pourrait contribuer à l’ancrage de la protéine à l’interface (Naested et 
al., 2000).  
En plus d’être présentes à l’interface des OB de diverses plantes, les caléosines se retrouvent 
seules aux interfaces des OB dans des espèces plus primitives comme les cycas et les 
microalgues. Elles sont donc considérées comme des protéines structurelles plus primitives que 
les oléosines (Tzen, 2012). Elles sont également plus abondantes à l’interface que la majorité 
des protéines transmembranaires, ce qui suggère qu’elles jouent un rôle clé dans la stabilité des 
organelles (Hernandez-Pizon et al., 2001). Elles possèdent un rôle de signalisation. Leur 
capacité à lier le calcium et leurs sites de phosphorylation suggèrent qu’elles jouent aussi un 
rôle dynamique dans l’ontogénie végétale en étant impliquées dans les signaux de signalisation 
de certaines fonctions biologiques (Tzen, 2012), comme le marquage et le transport des OB 
(Purkrtova et al., 2008, Tzen, 2012, Hernandez-Pizon et al., 2001). Elles permettent 
 CHAPITRE I : État de l’art 
 34 
l’accessibilité des lipides durant la germination en favorisant l’interaction des OB avec les 
vacuoles pour induire leur dégradation (Poxleitner et al., 2006).  
 
Figure 13: Représentation structurale de la caléosine au sein d'une monocouche de PL. Adapté de Tzen (2012) 
3.3. Propriétés physicochimiques des corps lipidiques 
Les propriétés des corps lipidiques peuvent être étudiées sur des OB natifs extraits des végétaux 
et analysés directement ou sur des structures formulées à partir des constituants des organelles 
OBP et/ou PL formant ainsi des OB reconstitués ou OB artificiels. Cette dernière approche 
permet d’obtenir une nouvelle structure d’encapsulation des huiles à base de TA naturels. La 
comparaison du comportement physicochimique des OB natifs et des OB formulés, OB 
reconstitués ou artificiels, doit tout de même être considérée avec précaution dans la mesure 
où les procédés d’extraction peuvent modifier certaines propriétés par rapport à celles 
d’origine, notamment, la composition en PL (van Nieuwenhuyzen et Tomás, 2008, Xie et 
Dunford, 2017, Katavic et al., 2006) ou la conformation des OBP (Rodrigues et al., 2012, 
Capuano et al., 2007). 
3.3.1. Stabilité physique des corps lipidiques 
Les OB présentent la stabilité physique la plus efficiente parmi toutes les organelles naturelles 
de stockage des lipides (Waschatko et al., 2012). Par exemple, Tzen et Huang, (1992) ont 
montré que les OB isolés à partir de maïs sont stables (ni coalescence, ni d’agrégation) pendant 
plus de 24 h à 24°C. Cette stabilité résulterait de la conformation tridimensionnelle des OBP, 
qui se différentie des protéines flexibles et des protéines globulaires (§ I-2.1.3.2) et 
engendrerait une structuration de l’interface colloïdale bien particulière. Plusieurs auteurs 
suggèrent l’existence d’interactions entre les PL et les OBP (Li et al., 1992, Tzen et Huang, 
1992, Nikiforidis et al., 2013) favorisant l’adsorption des protéines (Bettini et al., 2014). La 
possibilité que le domaine hydrophobe des OBP puisse atteindre le cœur lipidique pour 
interagir avec les TAG et ainsi permettre un ancrage solide des protéines est également émise 
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(Roux et al., 2004). La présence des deux TA à l’interface, les PL et les OBP, stabiliserait les 
systèmes colloïdaux par des mécanismes pondérateurs (répulsion électrostatique, répulsion 
stérique, etc.) attribués par chacun des TA (§ I-2.1.4.3) et par la présence d’interactions PL : 
OBP pour la formation d’une interface mixte (§ I-2.1.5) (Deleu et al., 2010). En effet, 
l’encombrement stérique et la répulsion électronégative générés par l’abondance d’OBP et de 
PL à la surface des corps lipidiques confèrent une très grande résistance physicochimique à ces 
derniers (Tzen, 2012). La grande flexibilité des OBP natives permet la création d’un film 
interfacial élastique et robuste autour des gouttelettes d’huile (Nikiforidis et al., 2013) dont 
l’épaisseur est proportionnelle à la quantité d’OBP présentes (Siloto et al., 2006, Ting et al., 
1996, Tzen et al., 1993). Par ailleurs, les études rhéologiques montrent que les PL et les OBP 
se lient fermement à la surface et maintiennent l’élasticité de la couche interfaciale. En outre, 
les interactions PL : OBP permettraient la formation d’un film interfacial rigide et élastique qui 
permet de s’ajuster rapidement aux contraintes de déformation et ainsi de prévenir la rupture 
de l’interface (Deleu et al., 2010). Le rôle des OBP dans la stabilité physique des OB natifs 
semble prépondérant. Lorsque les OB sont exposés à un traitement enzymatique avec de la 
trypsine, ils coalescent (Tzen et Huang, 1992). En revanche, lorsque les OB sont soumis à 
l’action des phospholipases (A2 ou C), les OB résistent à la lipolyse et aucune coalescence 
n’est observée (Tzen et Huang, 1992). Iwanaga et al. (2007) ont démontré la résistance des OB 
de soja aux températures élevées (90°C, 20 minutes), au pH très acide (pH 2) et aux fortes 
concentrations de sel (250 mM de NaCl). Similairement, lorsque les OB sont placés dans un 
environnement à pH proche de leur pI (6,5), ils présentent rapidement des phénomènes 
d’agrégation. Cette agrégation est réversible si les OB sont placés à pH neutre (Huang, 1992).   
Le caractère hydrophobe des OBP et leur solubilité limitée (Gohon et al., 2011) complexifient 
leur usage dans le cadre d’études sur la reconstitution des OB. Il existe tout de même plusieurs 
études qui démontrent leur capacité émulsifiante. D’abord, la reconstitution d’OB montre que 
la présence de PL est essentielle à la formation d’émulsions à base d’OBP (Tzen et Huang, 
1992, Li et al., 2002, Deleu et al., 2010). De plus, la coalescence des OB reconstitués est faible 
lorsque la quantité d’OBP est supérieure à celle de PL (PL : OBP de 0,015 et 0,5) contrairement 
à ce qui est observé pour les rapports PL : OBP de 5 ou 50 (Deleu et al., 2010). Par ailleurs, les 
OBP diminue la tension interfaciale plus rapidement que plusieurs protéines laitières ce qui 
témoigne de leur caractère grandement amphiphile et par conséquent de leur très grande affinité 
pour les interfaces. Par ailleurs, l’adsorption des OBP permet d’abaisser la tension interfaciale 
aussi bas que 4,8 mN/m (Deleu et al., 2010). Wijesundera et al. (2013b) ont montré que la 
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reconstitution d’OB à partir d’OBP extraites de tourteau de colza est possible. Les OB 
reconstitués ont un diamètre moyen de 3 m. Dans cette étude, les OB reconstitués sont plus 
stables à 40°C qu’à 4°C; la taille moyenne des gouttelettes augmentant d’un facteur 1,5 et 4, 
respectivement.  
3.3.2. Stabilité chimique des corps lipidiques 
Les huiles végétales contiennent une grande quantité d’AGPI sensibles à l’oxydation. 
L’oxydation des AG altère les qualités nutritionnelles des huiles par la formation de radicaux 
libres. Les qualités organoleptiques des matrices alimentaires dans lesquelles ils sont 
incorporés se détériorent également par la formation de composés secondaires d’oxydation 
(aldéhydes, acides). Dans les cas des systèmes émulsifiés, la composition de l’interface 
colloïdale joue un rôle prépondérant dans l’oxydabilité des AG (Berton et al., 2011, Berton-
Carabin et al., 2014).  
Les OB natifs confèrent une excellente protection contre l’oxydation inhérente à leur structure 
au sein des graines oléagineuses (Gray et al., 2010). Par exemple, pour les OB extraits des 
graines de colza, stockés 8 jours à température ambiante ou à 60°C, l’indice de peroxyde (PV) 
et la teneur en 2,4 heptadiènal sont plus faibles que celles mesurées pour des émulsions 
stabilisées par du Tween 40 (Shen et al., 2012). Des résultats comparables ont été observés 
pour des OB provenant de graines d’Echium (Gray et al., 2010), de soja (Chen et al., 2012) et 
de tournesol (Fisk et al. (2008). De plus, Kapchie et al. (2013) ont montré que la congélation, 
la lyophilisation et le chauffage (95°C pendant 5 minutes) affectent peu la stabilité chimique 
des OB évaluée par la mesure des produits primaires d’oxydation (PV) ou des produits 
secondaires (dosage des substances réactives à l’acide thiobarbiturique). Un court traitement 
thermique peut même améliorer la stabilité oxydative des OB par l’inactivation des enzymes 
oxydatives (Chen et al., 2012). La présence de protéines exogènes aux OB (protéines non 
associées aux OB) peut également influencer la stabilité chimique de la structure. Cependant, 
les données sont contradictoires. Alors que les protéines exogènes des OB du maïs semblent 
protéger les AG contre l’oxydation (Karkani et al., 2013), celles du soja semblent plutôt la 
favoriser (Zhao et al., 2016).  
Très peu d’études concernent la stabilité chimique des OB reconstitués. Shen et al. (2012) ont 
obtenu des OB reconstitués plus stables que des émulsions stabilisées par du Tween 40 
(mesures de PV et de la teneur en heptadiènal) après un stockage de 10 jours  à 40°C. De même, 
la valeur de PV pour les OB reconstitués entreposés à 40˚C pendant 23 jours est 
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significativement inférieure à celles des émulsions stabilisées par de la caséine de sodium, un 
isolat de protéines de colza seules (dont les protéines majoritaires sont la cruciférine et la napine 
(§ I-1.3) ou un mélange d’isolat de protéines de colza et de PL(Wijesundera et al., 2013b). 
La stabilité chimique des OB ou des OB reconstitués peut provenir des propriétés 
antioxydantes des PL et/ou des OBP, mais aussi de la barrière physicochimique créée par 
l’interaction entre les PL et les OBP à l’interface des corps lipidiques (Gray et al., 2010, Payne 
et al., 2014).  
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4.  Problématique et objectifs  
La FDA divise les émulsifiants en deux catégories, les molécules GRAS, dont l’innocuité est 
reconnue par la majorité des scientifiques et des entités gouvernementales dont l’Union 
Européenne (UE) (Tableau 8) et les additifs alimentaires directs, dont l’innocuité est acceptée 
à moins grande échelle et à des doses plus restreintes (FederalRegister, 2015) (Tableau 9).  
Tableau 8 : Liste non-exhaustive des émulsifiants généralement reconnus inoffensifs (GRAS) et leur numéro de 
règlement selon les autorités nord-américaines et européennes (FederalRegister, 2015, Hasenhuettl, 2008) 
Émulsifiants Numéro de règlement 
 U.S. FDA UE 
Esters diacétyltartriques des mono et diglycérides d’acide gras  184.1101 E472e 
Lécithines 184.1400 E322 
Monoglycérides et diglycérides 184.1505 E471 
Tableau 9 : Liste non exhaustive des émulsifiants utilisés comme additifs alimentaires directs et leur numéro de 
règlement selon les autorités nord-américaines et européennes (FederalRegister, 2015, Hasenhuettl, 2008) 
Émulsifiants Numéro de règlement 
 U.S. FDA UE 
Esters acétiques des mono et diglycérides 172.828 E472a 
Esters citriques des mono et diglycérides 172.832 E472c 
Polysorbate 80 172.840 E433 
Dans la catégorie des émulsifiants GRAS, on trouve les MAG et des DAG qui sont 
naturellement générés chez l’Homme lors de la digestion des lipides, ainsi que les lécithines, 
sécrétées dans les sels biliaires. Industriellement, les MAG et DAG utilisés comme additifs 
alimentaires sont produits par glycérolyse des TAG ou par estérification du glycérol (EFEMA, 
2015). Les lécithines sont des extraits d’œuf ou constituent des sous-produits de raffinage des 
huiles lorsqu’elles sont d’origine végétale comme la lécithine de colza (§ I-1.2). 
Récemment, l’usage des émulsifiants de synthèse appartenant à la catégorie des additifs 
alimentaires directs a été remis en question. En effet, plusieurs études démontrent que 
l’exposition à certains de ces émulsifiants engendre l’altération des structures et des sécrétions 
du tractus gastro-intestinal (TGI) pouvant mener au développement de pathologies comme des 
maladies auto-immunes et des maladies inflammatoires intestinales chroniques (Csaki, 2011, 
Lerner et Matthias, 2015). Des études récentes corrèlent les événements dysbiotiques 
(altération du microbiote intestinal) dus à l’exposition aux émulsifiants et l’inflammation 
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chronique, le développement de maladies métaboliques et le développement de l’obésité 
(Chassaing et al., 2015, Schippa et Conte, 2014). Il apparaît donc important de trouver des 
substituts à ces additifs synthétiques afin d’assurer la santé des consommateurs. Une stratégie 
consiste à identifier des systèmes naturels émulsifiés afin d’en extraire les molécules 
tensioactives pour formuler des émulsions. C’est dans ce contexte que l’intérêt s’est porté 
depuis quelques années sur les OB (Rayner, 2015) (§ I-3). 
Les OB, composés d’OBP et de PL, sont donc des sources potentielles de tensioactifs naturels 
et d’origine végétale. Les PL sont intéressants car, outre, leur pouvoir tensioactif et antioxydant 
(Van Nieuwenhuyzen et Tomas, 2008), ils sont vecteurs d’AG d’intérêt nutritionnel (Cansell 
et al., 2003, Cui et Decker, 2016). Les OBP, quant à elles, présentent une structure en parapluie 
unique qui semble jouer un rôle primordial dans la stabilisation physique et chimique des 
émulsions (Wijesundera et al., 2013b). Nous avons montré à travers l’étude bibliographique (§ 
3.3) que la structure supramoléculaire des OB reconstituées, par la combinaison des PL et OBP 
à l’interface, est importante pour la stabilisation physicochimique de l’huile en émulsion 
(Deleu et al., 2010, Rayner, 2015, Wijesundera et al., 2013b). Cependant, les interactions entre 
ces deux types de biomolécules et l’impact de la structuration de l’interface colloïdale sur la 
stabilité physicochimique sont encore mal compris. Quant à l’utilisation OB reconstituées in 
vivo et leur influence sur la biodisponibilité des AG, elles n’ont jamais été abordées à notre 
connaissance.  
Parallèlement, la valorisation des co et sous-produits issus de l’industrie devient une 
préoccupation majeure des politiques de développement durable et responsabilité sociétale. A 
ce titre, les tourteaux, coproduits de l’extraction des huiles, sont très peu utilisés pour 
l’alimentation humaine malgré leur richesse en protéines (Gerzhova, 2016) et en PL (Cansell 
et al., 2017a) alors qu’ils possèdent des propriétés technologiques (Gerzhova, 2016, Joseph et 
al., 2018a) et nutritionnelles intéressantes (Klockeman et al., 1997, Fleddermann et al., 2013). 
C’est dans ce contexte à la fois de recherche de nouveaux TA de type GRAS et de valorisation 
de coproduits que s’inscrit ce travail de thèse. Parallèlement, aux études de formulation et 
stabilisation d’émulsion, notre intérêt se porte aussi sur des aspects nutritionnels : l’apport 
d’AGPI n-3 et l’impact de la formulation sur leur biodisponibilité. La stratégie choisie consiste 
à utiliser le colza comme source des différents constituants des émulsions : OBP extraites des 
tourteaux, lécithine issue de l’étape de démucilagination des huiles et l’huile de colza, huile 
ALA, extraite des graines. L’objectif général de ce projet de doctorat vise à maitriser la 
formulation de ces émulsions 100% végétales par une meilleure connaissance des interactions 
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PL : OBP, d’étudier la stabilité des émulsions d’un point de vue physicochimique en conditions 
de stockage ou dans des conditions mimant les conditions gastro-intestinales et, enfin, 
d’évaluer l’influence de la composition de l’interface des émulsions sur la bioaccessibilité des 
AG insaturés in vivo chez le rat. Pour atteindre cet objectif, nous nous proposons de répondre 
aux problématiques suivantes : 
Quelle est la nature des interactions entre les OBP et les PL ? Cette étude passe par la 
connaissance de l’impact de la nature des têtes hydrophiles et de la longueur des chaines 
hydrophobes des PL sur l’organisation des OBP. Pour ce faire, des PL modèles ou la lécithine 
de colza sont utilisés. La caractérisation des interactions entre les PL et les OBP au niveau 
moléculaire est abordée via l’étude de la structure moléculaire des protéines et du 
thermotropisme des PL par spectroscopie infrarouge ; 
Comment la composition de l’interface influence-t-elle la mise en œuvre des émulsions 
huile dans eau et la stabilité physicochimique des émulsions ? Cette problématique est 
abordée par la formulation d’émulsions de taille contrôlée et présentant des rapports PL : OBP 
variables. La caractérisation physique (taille des gouttes) et chimique (oxydation des lipides de 
l’huile) est étudiée au cours du temps pour évaluer la stabilité des émulsions au cours du  
stockage ;  
La composition de l’interface influence-t-elle la digestibilité et la bioaccessibilité des 
AGPI de l’huile de colza en émulsion ? Les émulsions sont placées dans des conditions 
mimant celles du milieu gastro-intestinal pour recueillir des éléments d’interprétation de 
l’étude in vivo. Parallèlement, cette étude est abordée par l’absorption lymphatique des AG et 
notamment de l’ALA chez le rat, sur une cinétique de 24 heures. 
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CHAPITRE II : Matériels et méthodes 
1. Matières premières et produits 
1.1. Tourteau 
Le tourteau de colza délipidé est offert par Bungee Canada (Oakville, Ontario) et entreposé à -
18°C avant utilisation.  
1.2. Lipides 
La lécithine de colza est offerte par Lasenor (Espagne). La dimyristoylphosphatidylcholine 
(DMPC), le dimyristoylphosphatidylglycérol (DMPG), le dipalmitoylphosphatidylglycérol 
(DPPG) et la DOPC proviennent d’Avanti Polar Lipids Inc (Alabama, USA). L’huile de colza 
de marque Rustica provient d’un magasin local (France).  
2. Produits chimiques 
Les différents produits et solvants utilisés sont répertoriés dans le Tableau 10. 
Tableau 10 : Provenance et pureté des produits et solvants utilisés 
Produits et solvants Pureté Fournisseur 
Acétone Grade pur Xilab, France 
Acide acétique 99% Sigma Aldrich, France 
Acide chlorhydrique  8N Xilab, France 
Acide chlorhydrique deutéré 1N Sigma Aldrich, France 
β-mercaptoéthanol  Bio-Rad, France 
Trifluorure de bore- Méthanol 14% Sigma Aldrich, France 
Bleu de Coomassie R-250  Bio-Rad, Canada 
Chloroforme 99.25% JT Braker, France 
Chloroforme deutéré 99.8% Eurisotop, France 
Chlorure de deutérium  1N Sigma Aldrich, France 
Deuteroxyde de sodium 1N Sigma Aldrich, France 
Eau deutérée  Eurisotop, France 
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Produits et solvants Pureté Fournisseur 
Acide éthylènediaminetétraacétique  Sigma Aldrich, France 
Acide gallique  Sigma Aldrich, France 
Carbonate de sodium  Sigma Aldrich, France 
Éthanol  99.65% Xilab, France 
Ether de pétrole  Anachemia, Canada 
Extrait pancréatique de porc (P7545)  Sigma Aldrich, France 
Hydroxyde de sodium 8N Sigma Aldrich, France 
Iode  VWR International, France 
Isooctane  Sigma Aldrich, France 
Méthanol LC-MS grade VWR International, France 
Méthanol deutéré 99.8% Eurisotop, France 
Oxyde deutéré  Sigma Aldrich, France 
Réactif Folin-Ciocalteu  Sigma Aldrich, France 
Tampon de charge Laemmli  Bio-Rad, France 
Triphénylphosphate 99% Sigma Aldrich, France 
Standards Dual Xtra™ WesternC  Bio-Rad, Canada 
Standards pour la CPG (TAG 17 :0)  Sigma Aldrich, France 
Standard pour les EMAG (PC 15 : 0)  Sigma Aldrich, France 
   
3. Extraction des protéines et caractérisation du tourteau de colza 
et du concentrât protéique 
3.1.   Extraction des protéines  
Les protéines sont extraites du tourteau de colza selon une adaptation de la procédure décrite 
par Wijesundera et al. (2013b). Cinq cents grammes de tourteau de colza sont mélangés à 4,5 
L d’eau déionisée et laissés à macérer pendant 12 heures. Le pH de la suspension est ajusté à 
12 à l’aide d’une solution d’hydroxide de sodium (NaOH, 4 N). Après 30 minutes sous 
agitation, la suspension est centrifugée à 10 000 g (Avanti J26XP) pendant 15 minutes. Le 
CHAPITRE II : Matériels et méthodes    
 43 
surnageant est recueilli, filtré sur une gaze en coton. Le pH de la solution est abaissé à 6,5, le 
point isoélectrique des OBP, par ajout d’une solution d’acide chlorhydrique (1 N). Après 30 
minutes d’agitation, la solution est centrifugée (5000 g, 30 minutes) et le précipité est recueilli. 
Après un lavage à l’eau distillée, le pH est réajusté à 6,5 et la suspension est centrifugée à 
nouveau. Une fois prélevé, l’extrait solide est congelé, lyophilisé et entreposé à température 
ambiante. Le concentrât protéique ainsi obtenu est nommé OBP. La quantité de protéines 
contenues dans les formulations est rapportée à la quantité de protéines dans le concentrât. 
3.2. Caractérisation du tourteau et du concentrât protéique 
3.2.1.  Dosage des protéines   
Le dosage des protéines du tourteau de colza et d’OBP est réalisé selon la méthode officielle 
AOAC 992.23 applicable pour les céréales et les oléagineux (méthode générique de 
combustion (méthode de Dumas)) (Horwitz et Latimer, 2005). Du tourteau de colza ou le 
concentrât d’OBP (1,5 g) est pesé dans une cupule d’aluminium puis insérés dans un bruleur 
(Truspec FO-428, LECO, USA). Le carbone et l’azote présents dans l’échantillon réagissent 
avec l’oxygène formant du dioxyde de carbone, de l’eau et de l’oxyde d’azote (Équation 5).  
 𝐶𝑥𝐻𝑥𝑁𝑥𝑂𝑥 + 𝑋 𝑂2  → 𝑋 𝐶𝑂2 + 𝑋 𝐻2𝑂 + 𝑋 𝑁𝑂𝑥 Équation 5 
Puis, les gaz sont balayés à travers du cuivre chaud permettant la captation de l’oxygène et 
ainsi la formation d’oxyde d’azote en azote pur (Équation 6). 
 𝑋 𝑁𝑂𝑥 + 𝐶𝑢 → 𝑋 𝐶𝑢𝑂2 + 𝑋 𝑁2 Équation 6 
Du Lecosorb et du perchlorate de magnésium captent le dioxyde de carbone et l’eau, isolant 
l’azote libéré lors de la pyrolyse afin qu’il puisse être détecté par conductivité thermique 
différentielle avec le gaz vecteur (argon). L’équivalence en protéines est déterminée à l’aide 
d’un facteur de conversion de l’azote de 5,9 (Maurer et al., 2013) (Équation 7).  
 𝑄𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é  𝑁2 ×   𝐹𝑎𝑐𝑡𝑒𝑢𝑟 𝑑𝑒 𝑐𝑜𝑛𝑣𝑒𝑟𝑠𝑖𝑜𝑛 = 𝑄𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑑𝑒 𝑝𝑟𝑜𝑡é𝑖𝑛𝑒𝑠 Équation 7 
Le dosage des protéines est réalisé sur le tourteau de colza et le concentrât d’OBP en triplicata. 
3.2.2. Dosage des cendres  
Le dosage des cendres du tourteau de colza et le concentrât d’OBP est réalisé selon la méthode 
officielle AOAC 923.03 (méthode directe) (Horwitz et Latimer, 2005). Les cendres 
représentent l’ensemble des composés inorganiques comme les minéraux (calcium, potassium, 
etc.) contenus dans l’échantillon. Du tourteau ou du concentrât d’OBP (1,5 g) est pesé et déposé 
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dans une cupule. L’échantillon est déposé dans un four à 550°C jusqu’à ce que tout le produit 
soit réduit en cendres (Équation 8).  
 𝐶𝑥𝐻𝑥𝑁𝑥𝑂𝑥(𝑠) + 𝑋 𝑂2(𝑔) → 𝑋 𝐶𝑂2(𝑔) + 𝑋 𝐻2𝑂(𝑔) + 𝑋 𝑁2(𝑔) + 𝑋 𝑐𝑒𝑛𝑑𝑟𝑒𝑠(𝑠) Équation 8 
L’échantillon calciné est refroidi dans un dessiccateur et pesé. Le taux de cendres est donné 
par la formule : 
 
𝑄𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑐𝑒𝑛𝑑𝑟𝑒
𝑀𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑙′𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛
 = 𝑇𝑎𝑢𝑥 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑛𝑑𝑟𝑒 Équation 9 
Le dosage des cendres est réalisé sur le tourteau de colza et le concentrât d’OBP en duplicata. 
3.2.3.  Dosage de la matière sèche et de l’humidité  
Le dosage de la matière sèche et de l’humidité du tourteau de colza et le concentrât d’OBP  est 
réalisé selon la méthode officielle AOAC 925.09 (méthode du four à vide) (Isotemp, 
ThermoFisher, USA) (Horwitz et Latimer, 2005). La méthode consiste à déposer 1,5 g de 
produit dans un plat parfaitement sec (séchage à 98-100°C). Le produit est chauffé à 98-100°C 
dans une chambre à vide partiel (pression 25 mm Hg (3.3 kPa)) jusqu’à atteindre un poids 
fixe (environ 5 heures). Puis, l’ensemble est retiré du four, refroidi dans un dessiccateur et pesé. 
La quantité de la matière sèche est déterminée par la quantité de farine résiduelle et l’humidité 
par méthode indirecte (Équation 10). 
 𝐻 = 𝐸 − 𝐹𝑟 Équation 10 
H : Humidité  
E : Échantillon 
Fr : Farine résiduelle 
Le dosage de la matière sèche et de l’humidité est réalisé sur le tourteau de colza et le concentrât 
d’OBP en duplicata. 
3.2.4. Dosage des lipides totaux 
Le dosage des lipides du tourteau de colza et du concentrât d’OBP est réalisé par la méthode 
Soxhlet à l’éther de pétrole, méthode officielle AOAC 945.16 (Horwitz et Latimer, 2005). 
Deux grammes de tourteau de colza ou d’OBP sont déposés dans une cartouche de cellulose 
puis insérés dans l’appareil d’extraction Soxhlet. L’éther de pétrole circule dans l’appareil 
solubilisant les lipides. Le solvant est évaporé et la quantité de lipides est pesée. La teneur en 
lipides totaux est donnée par la formule :  
 
𝑄𝑢𝑎𝑛𝑡𝑖𝑡é 𝑐𝑒𝑛𝑑𝑟𝑒
𝑀𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑙′é𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛
 = 𝑇𝑎𝑢𝑥 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑛𝑑𝑟𝑒 Équation 11 
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Le dosage des lipides totaux est réalisé sur le tourteau de colza et le concentrât d’OBP en 
triplicata. 
3.2.5. Caractérisation qualitative des protéines de l’extrait 
Les protéines contenues dans le concentrât d’OBP sont caractérisées par gel d’électrophorèse 
(protocole adapté de Laemmli (1970)). Une solution de tampon de charge Laemmli et de β-
mercaptoéthanol (selon un ratio 20 : 1) est ajoutée aux OBP puis chauffée à 90°C pour 
permettre la dénaturation des protéines. Les puits du gel de polyacrylamide sont remplis par 
l’échantillon protéique ou par les standards Dual Xtra™ WesternC. Le gel est ensuite opéré 
durant 1 heure à 15 mA. Le gel est coloré à l’aide de la solution aqueuse (bleu de Coomassie 
R-250 1% m/v, acide acétique 10% v/v, éthanol 40% v/v) pendant 12 heures et mis en 
décoloration (méthanol 10% v/v, acide acétique 10% v/v) pour la nuit. Le gel est observé à 
l’aide d’un imageur Chemidoc XRS (Biorad, France). 
3.2.6. Dosage des polyphénols 
Le dosage des polyphénols totaux du tourteau de colza et du concentrât d’OBP est réalisé par 
dosage colorimétrique (protocole adapté de Singleton et al. (1999)). Vingt-cinq mL d’un 
mélange d’acétone et d’eau (70 : 30) sont ajoutés à 2 grammes de tourteau de colza ou de 
concentrât protéique et agité pendant 40 minutes. La suspension est ensuite centrifugée (2000 
g pendant 5 minutes, Aventi J-301 Centrifuge, Beckman Coulter, USA) et le surnageant est 
prélevé et mis de côté. Le procédé est répété une deuxième fois et les surnageants sont 
rassemblés. Un volume d’échantillon est prélevé et dilué dans de l’eau déminéralisée à un ratio 
de 1 : 16. Puis, la solution est mise en contact avec une solution de réactif Folin-Ciocalteu (1 : 
17) et de carbonate de sodium (1 : 10) et mis sous obscurité pendant 2 heures. Les échantillons 
sont placés sur une plaque à 96 puits et l’absorbance est mesurée en spectroscopie visible à 750 
nm (Spark 10M, Tecan). La concentration en polyphénols est calculée à l’aide d’une gamme 
étalon à base d’acide gallique et exprimé en mg d’équivalent d’acide gallique(GAE)/g 
d’échantillon.  
3.3.  Caractérisation de la lécithine de colza 
3.3.1. Préparation des esters méthyliques d’acides gras 
Les AG de la lécithine sont transméthylés selon la méthode de Morrison et Smith (1964). 
L’équivalent de 1 mg de lécithine et de 0,1 mg d’un standard interne (PC 15 : 0 à hauteur de 
10%) est additionné à 1 mL de solution méthanolique de trifluorure de bore (14% m/v). Le 
tube est fermé hermétiquement et incubé 20 minutes à 100°C. Après addition de 2 mL 
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d’isooctane et 1 mL de soude (5 N), l’échantillon est homogénéisé (vortex, 30 secondes) puis 
centrifugé (1050 g, 10 min, 4°C ; Sorvall ST-40R ; Thermo Scientific, Waltham, Etats-Unis). 
La phase organique contenant les esters méthyliques d’AG (EMAG) est prélevée. L’extraction 
est répétée trois fois par ajout de 2 mL d’isooctane. Les EMAG sont rassemblés, concentrés 
par évaporation du solvant, lavés à l’aide de 1 mL d’eau distillée puis stockés à 4°C en attente 
d’analyse par chromatographie en phase gazeuse (CPG).   
3.3.2. Chromatographie en phase gazeuse  
La CPG consiste en la séparation de composés volatils selon leur point d’ébullition et leur 
polarité. Les composés sont transportés par un gaz vecteur non réactif (phase mobile) à travers 
une colonne capillaire contenant la phase stationnaire.  
Les EMAG sont analysés par CPG (TRACE GC, Thermo Scientific). Ils sont injectés dans une 
colonne capillaire de silice greffée (BPX70, 60 m x 0,25 mm, film de 0,25 µm ; SGE, France). 
La pression d’entrée du gaz vecteur (dihydrogène) est fixée à 1 Bar. Le volume de la solution 
injecté varie entre 1 et 2 µL en mode d’injection split pour un rapport de fuite de 1:80. Le 
programme de température est de 160°C, la température augmente jusqu’à 180°C à une vitesse 
de 1,3°C/min, puis se maintient pendant 65 minutes avant d’augmenter de 25°C/min jusqu’à 
230°C pendant 15 minutes. L’injecteur et le détecteur sont utilisés à température maintenue de 
250 et 280°C, respectivement. L’identification des AG est obtenue par comparaison des temps 
de rétention avec ceux d’étalons chromatographiés dans les mêmes conditions et sur le même 
chromatographe. L’intégration des pics d’AG est réalisée par le logiciel Chromquest 
(Thermofonnigan, Courtaboeuf, France). La quantification pondérale des EMAG est obtenue 
grâce à l’ajout d’un standard interne (PC 15:0) additionné à l’échantillon, avec un ratio 3 : 2 
par rapport à la lécithine, avant toute manipulation.  
3.3.3. Identification et quantification des phospholipides par résonance magnétique 
nucléaire du proton et du phosphore 
La spectroscopie à résonance magnétique nucléaire (RMN) consiste en l’étude des propriétés 
magnétiques des noyaux (possédant un spin nucléaire non nul : le nombre de protons et de 
neutrons est impair) soumis à l’action conjointe de deux champs magnétiques ; un champ 
magnétique statique intense B0 et un champ électromagnétique tournant B1. Les noyaux placés 
dans un champ magnétique intense s’orientent de manière parallèle au champ il en résulte une 
aimantation macroscopique ou moment magnétique noté M0. Par ailleurs, les noyaux adoptent 
un mouvement de précession selon une fréquence dite de Lamor 0 (Équation 12).  
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 𝑣0 =
_𝐵0
2
 Équation 12 
 : Rapport gyromagnétique 
Pour basculer le moment magnétique M0 le long de l’axe y (Figure 14), le champ B1, 
perpendiculaire à B0 et oscillant à une fréquence v0, est appliqué. À la suite de l’arrêt de 
l’application du champ B1, un phénomène de relaxation est observé. Ce phénomène composé 
d’une relaxation longitudinale selon l’axe z et une relaxation transversale selon le plan xy 
engendre un signal nommé Free Induction Decay (FID) : c’est le signal RMN. L’application 
d’une transformée de Fourier sur le FID (signal acquis dans le domaine temps) permet 
l’obtention d’un spectre dont le déplacement chimique des raies (position en fréquence) est 
caractéristique de l’environnement électronique du noyau et dont la largeur est dépendante de 
la dynamique des molécules. 
 
Figure 14: Perturbation et relaxation du moment magnétique (Bardeau, 2015) 
L’identification et la quantification des PL sont réalisées à l’aide d’un spectromètre à résonance 
magnétique nucléaire Bruker Avance III HD 400 (Bruker Biospin, France) équipé d’une sonde 
5 mm 1H/BB de type Smart Probe travaillant à la fréquence de résonance de 162MHz pour le 
phosphore. Le déplacement chimique spécifique des noyaux phosphore entre -1 ppm et 2 ppm 
(caractéristique des phosphates) permet l’identification des PL. Vingt mg de lécithine de colza 
sont séchés sous flux d’azote puis solubilisés avec 330 L de chloroforme deutéré (CDCl3), 
130 L de méthanol deutéré (MeOD), 30 L d’acide éthylènediaminetétraacétique à (2 nM, 
pH 6) et 50 L de solution de triphénylphosphate préalablement préparée à une concentration 
de 2 mg/mL dans un mélange CDCl3/MeOD (7 : 1 ; v/v). Les échantillons de lécithines, 
contenus dans des tubes de verre de 5 mm de diamètre, sont maintenus à 25 ± 0,5°C lors des 
analyses. Les paramètres du spectromètre à RMN sont ajustés de façon à appliquer une 
impulsion π/2 de 15µs avec un découplage des protons pendant l’acquisition, une fenêtre 
spectrale de 50 kHz, un nombre de scans variant de 10 à 40 k selon la concentration, un nombre 
de points de 32 K, et un temps de recyclage de 10s. Le traitement des spectres est effectué grâce 
au logiciel Topsin 3.5. L’intégration des pics de résonance est réalisée à l’aide du logiciel 
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DmFit (Massiot et al., 2002). Leur comparaison avec les déplacements chimiques de la 
littérature (Estrada et al., 2008) permet l’identification des classes de PL. La comparaison avec 
l’intensité du pic du triphénylphosphate permet la quantification des classes de PL. 
4. Caractérisation des interactions phospholipides-protéines par 
spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier 
4.1. Préparation des liposomes  
Le protocole de préparation des liposomes est adapté de celui décrit par Lefèvre et Subirade 
(2000a). Les liposomes sont formés par la dispersion des différents PL (DMPC, DOPC, DMPG 
et DPPG) à une concentration de 14,7% m/v dans de l’eau deutérée (D2O) par des variations 
successives de températures au-dessus et en-dessous de leur température de transition 
respective (Tableau 11). Les suspensions de PL sont chauffées 10°C au-dessus de la 
température de transition de phase du PL dans un bain marie, mélangées (vortex) durant 3 
minutes, refroidies dans de la glace pour le DMPC, le DMPG et le DPPG et dans un bain 
d’azote liquide pour le DOPC. Un total de 3 cycles de chauffage/refroidissement est appliqué. 
Puis, le potentiel de deutérium (pD) est ajusté à l’aide de chlorure de deutérium (DCl) et de 
deutéroxyde de sodium (NaOD) à 5,0 et 7,5 respectivement. Parallèlement, une solution d’OBP 
à 6,25% m/v dans du D2O dont le pD est ajusté à 5,0 et 7,5 est mise sous agitation pendant 48 
heures à 4°C. La solution d’OBP est ajoutée aux liposomes et 3 nouveaux cycles thermiques 
sont réalisés. La suspension finale est caractérisée par une concentration de 10% m/v en PL et 
2% m/v en protéines (soit 2% d’OBP). Puis, le pD est réajusté pour l’obtention de suspensions 
à pD finaux de 5,0 et de 7,5.   
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Tableau 11 : Température de transition des phospholipides purs 
Phospholipides purs Température de transition (°C) 
DMPC 23 
DOPC -17 
DMPG 23 
DPPG 41 
4.1.1. Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier  
La FTIR consiste à étudier les spectres électromagnétiques produits lors des transitions 
énergétiques intramoléculaires vibrationnelles et rotationnelles. La force des liens 
intramoléculaires et la masse des atomes impliquées se traduisent par une fréquence 
d’oscillation caractéristique, responsable de l’absorption énergétique des molécules sous la 
forme d’interférogrammes détectés par l’appareil. Cette distribution spectrale est soumise à 
une transformée de Fourier résultant en un spectre infrarouge, distribution énergétique 
dépendante du nombre d’ondes. Cette technique permet notamment d’investiguer les 
interactions PL : protéine par l’étude de la structure secondaire des protéines et du 
thermotropisme des PL. 
Les spectres infrarouges sont acquis à l’aide d’appareils FTIR Nicolet Magna 560 ou Nicolet 
Nexus 870 (ThermoScientific, Madison, WI) équipés d’un détecteur Mercure-Cadmium-
Tellurure refroidi à l’azote liquide et analysés grâce au logiciel Omnic 8.2. Un volume de 20 
L des suspensions de liposomes est inséré entre deux fenêtres de CaF2 (Thermo Fisher 
Scientific, USA) séparées par un espaceur de teflon (International Crystal Lab, USA) et placé 
dans une cellule thermostatée. L’échantillon est refroidi à 15°C puis, les spectres sont recueillis 
de 15 à 80°C avec une acquisition tous les 2°C de 15 à 40°C et tous les 5°C jusqu’à 80°C. La 
suspension est refroidie de nouveau à 21°C, pour une nouvelle acquisition. Les plages de 
température sont appliquées en s’assurant de respecter une période de stabilisation de la 
température de 3 minutes, entre chaque acquisition. Les spectres sont acquis en utilisant 128 
interférogrammes à une résolution de 4 cm-1 et sous une apodisation Happ-Genzel. La vapeur 
d’eau est soustraite des spectres quand nécessaire. Une correction basale linéaire à trois points 
est appliquée de 4000 à 800 cm-1 passant par 1900 cm-1 (couvrant la région de vibration des 
CH symétriques et asymétriques) et de 1800 à 1500 cm-1 (couvrant la région amide I et celle 
des vibrations carbonyle [ (C=O)]). La région de 3000 à 2800 cm-1 (vibration CH) et la région 
1800 à 1500 cm-1 sont normalisées. Une déconvolution de Fourier est appliquée sur la région 
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Amide I (1700-1600 cm-1) avec une largeur de bande de 22 et un facteur d’accentuation de 2,2 
et sur la région de vibration carbonyl (1780-1700 cm-1) avec une largeur de bande de 24 et un 
facteur d’accentuation de 2.4. La Figure 15 présente un exemple de spectre infrarouge typique 
pour la phosphatidylcholine dans l’eau lourde avec les régions d’absorbance des différents 
groupements chimiques. 
 
Figure 15 : Exemple de spectre infrarouge pour un phospholipide et ses différentes régions d'absorbance 
identifiées (Lefèvre, 2013) 
5. Préparation et caractérisation physicochimique des émulsions 
5.1.  Formulation et émulsification 
La solution mère d’OBP est préparée en solubilisant 22,9% m/m de concentrât dans de l’eau 
distillée sous agitation pendant 24 heures à 4°C et à pH 5,5 et 7,5 respectivement. Compte-tenu 
de la pureté du concentrât d’OBP, la concentration en protéines est de 20% m/m. La solution 
mère de PL est obtenue par dissolution de 32,7% m/m de lécithine dans l’huile de colza, agitée 
pendant 72 heures avant utilisation. Compte-tenu de la pureté en PL de la lécithine de colza, la 
concentration en PL est de 20% m/m.  
Les émulsions H/E pour les études de stabilité physicochimique, de digestion in vitro et de 
bioaccessibilité in vivo chez le rat sont réalisées par simple agitation mécanique, méthode 
facilement transposable dans l’industrie agroalimentaire. Les émulsions concentrées sont 
réalisées à l’aide d’un fouet développé au laboratoire et motorisé à l’aide d’un appareil rotatif 
(IKA, Staufen, Allemagne). Les PL sont préalablement dissous dans l’huile de colza et la 
solution huileuse est incorporée graduellement et de façon contrôlée à l’aide d’une ampoule à 
décanter dans la phase aqueuse (eau déionisée) contenant ou non les OBP. Différentes 
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émulsions concentrées sont réalisées à différentes concentrations d’huile et différents ratios PL 
: OBP (80% m/m d’huile de colza pour le rapport PL : OBP 1:0,  70% m/m d’huile de colza 
pour le rapport 1:1; 2:3 et 1:2 et 67,5% m/m d’huile de colza pour le rapport PL : OBP 1:3 
compte-tenu de la viscosité de la solution protéique). Toutes les émulsions concentrées sont 
diluées par ajout d’une phase aqueuse (eau déionisée) pour atteindre une concentration finale 
en huile de 20% m/m et en PL de 0,5% m/m. Pour les études de stabilité dans le temps, de 
l’azide de sodium est ajouté à hauteur de 0,01 % (m/v). Le présente les compositions des 
formulations colloïdales utilisées. 
Tableau 12 : Tableau des compositions des formulations des émulsions huile dans eau (20% m/m) 
Procédé Huile EFPM pH OBP Rapport 
  %  %  % PL : OBP 
Fouet Colza 20 Lécithine 0,5 
5,5 
0 1 : 0 
0,5 1 : 1 
0,75 2 : 3 
1 1 : 2 
1,5 1 : 3 
7,5 
0 1 : 0 
0,5 1 : 1 
0,75 2 : 3 
1 1 : 2 
1,5 1 : 3 
   Tween 80 0,5 5,5 0 n/a 
n/a : non applicable 
5.2.  Caractérisation physique des émulsions 
5.2.1.  Microscopie en contraste de phase 
La morphologie des gouttelettes d’huile des émulsions est caractérisée par microscopie à 
contraste de phase (BX51, Olympus) avec un microscope équipé d’une caméra vidéo 
(ColorView I, Soft Imaging System) permettant l’acquisition de clichés grâce au logiciel 
analySIS docu (Olympus Soft Imagine Solutions GmbH). Cette technique est utilisée pour 
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confirmer la taille mesurée par granulométrie et visualiser l’état de dispersion des gouttelettes 
des émulsions réalisées au jour de leur fabrication (J0). Elle sert également au suivi de la 
morphologie des gouttes des émulsions diluées au cours du temps (étude sur un mois).  
5.2.2. Granulométrie laser 
La taille des gouttelettes et leur distribution sont caractérisées par granulométrie laser 
(Mastersizer 2000, Malvern Instruments, Royaume-Uni). Le principe de cette méthode consiste 
à mesurer la variation angulaire de l’intensité de la lumière dispersée lorsqu’un rayon lumineux 
traverse un échantillon de particules en solution. Les données de diffraction sont analysées afin 
de calculer la taille des particules grâce à la théorie de Mie.  
Un échantillon d’émulsion est injecté dans la cellule de circulation jusqu’à saturation désirée 
(10%) du système optique. Les émulsions formulées avec les OBP sont diluées avant analyse 
dans une solution de SDS (0,01%) pour désagréger les gouttelettes. Le diamètre moyen en 
volume des particules, D [4,3] (Équation 13), le diamètre moyen en surface des particules, D 
[3,2] (Équation 14) et leur uniformité, U, (Équation 15) sont utilisés comme indicateurs de la 
taille des gouttelettes et de l’uniformité de la dispersion au jour de leur fabrication. Le suivi de 
ces paramètres pour les émulsions diluées et entreposées à 4°C est réalisé au cours du temps 
(étude sur un mois). 
 
 𝐷[4,3] =
 𝐷𝑖
4𝑛𝑖
 𝐷𝑖
3𝑛𝑖
 Équation 13 
 𝐷[3,2] =
 𝐷𝑖
3𝑛𝑖
 𝐷𝑖
2𝑛𝑖
 Équation 14 
 𝑈𝑛𝑖𝑓𝑜𝑟𝑚𝑖𝑡é =
 𝑉𝑖_|𝐷50 − 𝐷𝑖|
𝐷50_  𝑉𝑖
 Équation 15 
Di : Diamètre de la gouttelette i de la distribution  
ni : Nombre de gouttelettes de diamètre Di de la distribution 
Vi : Volume des gouttelettes de diamètre Di de la distribution  
5.2.3. Diffraction dynamique de la lumière (diffraction laser)  
La taille des chylomicrons et leur distribution sont caractérisées par diffraction dynamique de 
la lumière (Vasco, Cordouan, France). Le principe de cette technique consiste à mesurer les 
fluctuations de l’intensité de la lumière diffusée par l’échantillon selon sa taille et sa vitesse de 
déplacement due au mouvement brownien. La relation entre la taille et la vitesse de 
déplacement des particules est définie par l’équation de Stockes-Einstein (Équation 16) et 
permet de déterminer leur rayon (Rh). 
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 𝐷 =  
𝑘𝑇
6𝑅ℎ
 Équation 16 
D : Diffusivité  
k : Constante de Boltzmann 
T : Température (en Kelvin) 
 : Viscosité de la phase dispersante  
Rh : Rayon hydrodynamique des particules sphériques 
Un volume de solution lymphatique est injecté dans la cellule de lecture. Selon l’approche 
algorithmique de l’analyse des cumulants, la taille moyenne pondérée (Z-average) et l’indice 
de polydispersité (PdI) sont utilisés comme indicateur de la taille des chylomicrons et de 
l’uniformité de la dispersion. 
5.2.4. Indice de crémage 
L’indice de crémage est déterminé pour évaluer la stabilité macroscopique d’une émulsion. 
L’émulsion se stratifie en deux couches visibles à l’œil nu : une couche blanche, la crème, et 
une couche translucide ou transparente, la phase aqueuse (Figure 16).  
 
Figure 16 : Représentation des différentes couches de crémage 
La hauteur de la couche de la phase aqueuse et celle de l’émulsion sont mesurées. L’indice de 
crémage est calculé selon la formule (Équation 17). 
 𝐼𝑛𝑑𝑖𝑐𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑟é𝑚𝑎𝑔𝑒 =  
𝐻𝑠
𝐻𝐸
×  100 Équation 17 
Hs : Hauteur de la phase aqueuse 
HE : Hauteur totale de l’émulsion 
5.2.5. Quantification des protéines adsorbées aux interfaces 
La quantification des protéines aux interfaces se fait par méthode indirecte à l’aide d’un dosage 
de Bradford sur la phase continue de l’émulsion (Bradford, 1976). Le dosage de Bradford (Bio-
Rad, France) consiste à faire réagir un agent colorant, le Brillant Blue G avec les protéines en 
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solution. La réaction engendre une complexation des deux molécules détectables en 
spectroscopie à une longueur d’onde comprise entre 465 et 595 nm.  
Les émulsions sont centrifugées à 1000 g (5 minutes, Aventi J-301 Centrifuge, Beckman 
Coulter, USA) permettant le crémage de l’émulsion et une séparation nette de la couche de 
crème et de la phase aqueuse. Un volume de phase aqueuse est placé sur une plaque à 96 puits. 
Les échantillons sont mis en contact avec une solution de réactif de Bradford. La plaque est 
ensuite agitée et lue en spectroscopie visible (Spark 10M, Tecan) à 595 nm. L’absorbance est 
traitée à l’aide d’une gamme étalon à base d’OBP qui permet le calcul de la concentration en 
protéine dans la phase aqueuse de l’émulsion. Ainsi, en dosant les protéines libres dans la phase 
aqueuse, il est possible de déterminer la quantité de protéines adsorbées aux interfaces. 
5.2.6. Recouvrement de surface 
Le recouvrement de surface des gouttes par les OBP est classiquement défini par la masse 
d’émulsifiant par unité de surface développée par les gouttelettes lipidiques de l’émulsion. Il 
est exprimé en mg de protéines/m2. Le recouvrement des gouttes par les OBP est calculé 
utilisant le diamètre moyen en surface des gouttelettes d'émulsion déterminé par granulométrie 
et la quantité de protéines adsorbées à l’interface déterminée par dosage de Bradford (cf § 
5.2.5) (Équation 18) (McClements, 2015). 
 𝑅𝑒𝑐𝑜𝑢𝑣𝑟𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡 𝑑𝑒 𝑠𝑢𝑟𝑓𝑎𝑐𝑒 =  
𝑚𝑂𝐵𝑃× 𝑂𝐵𝑃𝑎𝑑𝑠
6𝑉𝑑
𝐷[3,2]
  Équation 18 
mOBP : Masse d’OBP totale introduite dans la formulation (g) 
OBPads : Pourcentage d’OBP adsorbées à l’interface (%) 
Vd : Volume d’huile dans l’émulsion (m3) 
D[3,2] : Diamètre moyen en surface des particules (m) 
Connaissant la surface occupée par une molécule d’OBP (8,1 nm2) (Tzen & Huang, 1992) et 
la masse molaire d’une oléosine (19000 g/mol) (Tzen & Huang, 1992), il est possible d’estimer 
la surface occupée par les protéines adsorbées (en faisant l’hypothèse qu’il n’y a pas de 
changement de conformation et en assimilant le concentrât protéique à des oléosines pures).  
 S𝑢𝑟𝑓𝑎𝑐𝑒 𝑑é𝑣𝑒𝑙𝑜𝑝𝑝é𝑒 𝑝𝑎𝑟 𝑙𝑒𝑠 𝑝𝑟𝑜𝑡é𝑖𝑛𝑒𝑠 =  
𝑚𝑂𝐵𝑃× 𝑂𝐵𝑃𝑎𝑑𝑠
𝑀
×  𝑁𝐴 ×  8,1   Équation 19 
mOBP : Masse d’OBP totale introduite dans la formulation (g) 
OBPads : Pourcentage d’OBP adsorbées à l’interface (%) 
M : Masse molaire (g/mol) 
NA : Nombre d’Avogadro : 6,022. 1023 
Ce calcul permet d’avoir une première approximation de la surface développée par les 
protéines comparativement à celle développée par les gouttes d’huile (
6𝑉𝑑
𝐷[3,2]
). 
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5.3.  Caractérisation chimique des émulsions 
L’oxydation des AGPI conduit à des produits primaires d’oxydation dont les hydroperoxydes 
et les diènes conjugués (CD) par délocalisation transitoire des doubles liaisons. L’évolution de 
l’oxydation peut se suivre par la mesure de l’indice de peroxyde (IP) et l’absorbance spécifique 
des CD. À ces fins, l’huile de colza et les émulsions à pH 5,5 (Tableau 12) sont déposées dans 
une étuve à 60°C et retirées à 48, 72, 96 et 168 heures. 
5.3.1. Indice de peroxyde 
L’indice de peroxyde (IP) est défini par la quantité d’oxygène actif des peroxydes (meq O2) 
contenus dans un kilogramme d’huile. Les dosages sont réalisés selon la méthode normalisée 
normes française (NF ISO 3960). La détermination de l’IP consiste à dissoudre 2 g d’huile dans 
un mélange de chloroforme et d’acide acétique (2 : 3  v/v) auquel une solution aqueuse d’iodure 
de potassium est ajoutée. Le mélange est agité et mis à l’obscurité pendant 5 minutes. Un 
volume d’eau distillée est ajouté afin d’arrêter la réaction. Du thiodène est ajouté en tant 
qu’indicateur coloré. Puis, la titration de l’iode libéré se réalise à l’aide d’une solution de 
thiosulfate de sodium (0,01 N) (Équation 20). 
 IP =  
(𝑉1−𝑉0)× 𝑇 × 1000
𝑚
  Équation 20 
V1 : Volume de solution titrée de thiosulfate de sodium (mL) 
V0 : Volume de solution de thiosulfate de sodium pour le blanc (mL) 
T : Normalité exacte de la solution titrée de thiosulfate de sodium 
m : Masse de l’échantillon (g)  
Les dosages d’ IP de l’huile ont été réalisés en duplicata par l’ITERG. 
5.3.2. Diènes conjugués 
Les CD absorbent dans l’UV, à une longueur d’onde de 233 nm. Le suivi de l’oxydation des 
lipides est ainsi réalisé par la détermination de la teneur en CD par spectroscopie UV. 
La quantification de la formation de CD est adaptée du protocole décrit par Berton et al. (2011). 
Un volume d’huile ou d’émulsion est mélangé à un mélange d’hexane et d’isooctane (3 :1 v/v) 
afin de solubiliser les PL et les TAG et de les extraire. La solution est agitée (vortex) et 
centrifugée (2000 g pendant 5 minutes, Aventi J-301 Centrifuge, Beckman Coulter, USA). 
Puis, le surnageant est prélevé, séché et entreposé à -18°C jusqu’à l’analyse spectroscopique. 
Les lipides extraits sont ensuite solubilisés dans de l’hexane et soumis à une lecture de densité 
optique à 233 nm (Hitachi UH5300, Japan). Les mesures de DO sont normalisées par la masse 
de lipides et par unité de volume de la solution (Abs/mg.mL-1). La valeur des CD est exprimée 
selon l’équation suivante (Wettansinghe et Shahidi, 1999) (Équation 21). 
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 𝑉𝑎𝑙𝑒𝑢𝑟 𝐶𝐷 =
𝐴 233𝑛𝑚  
𝑐 ×  𝑙
 Équation 21 
Valeur CD : Valeur de diènes conjugués 
A233nm : Absorbance à 233 nm 
c : Concentration en huile (mg/mL) 
l : Largeur de la cuve (cm) 
 
 
6. Caractérisation de la bioaccessibilité des émulsions : études in 
vitro et in vivo  
6.1.  Détermination du comportement des émulsions en conditions de digestion in vitro 
6.1.1. Stabilité physique des émulsions aux variations de pH 
Les émulsions à pH 5,5 (Tableau 12) sont incubées à différents pH en utilisant la séquence pH 
initial, pH gastrique et pH intestinal et différents temps durant la phase gastrique de manière à 
simuler les conditions environnementales de l’estomac et de l’intestin (Tableau 13). Les 
paramètres morphologiques des gouttelettes sont ensuite déterminés par microscopie en 
contraste de phase (§ II-5.2.1) et granulométrie laser (§ II-5.2.2). 
Tableau 13 : Conditions expérimentales simulant le pH et le temps de résidence du tractus gastrointestinal 
(Couedelo et al., 2011) 
Milieu Initial Gastrique Intestinal 
pH 5,5 1,5- 3,5 7,4 
Temps de séjour (h) 0 0,5 – 1 – 1,5 – 2 – 3 2 
Température (°C) 37 37 37 
Afin d’évaluer l’activité pancréatique (§ II-6.1.2), les émulsions sont incubées à pH 8 à 37°C 
sous agitation pour une durée d’environ une heure. Pour s’assurer que la taille des gouttelettes 
n’interfère pas avec l’activité enzymatique, nous avons également testé la stabilité des 
émulsions sous ces conditions. 
6.1.2. Activité de la lipase pancréatique  
La détermination de l’activité de la lipase pancréatique envers les émulsions est réalisée à l’aide 
du pHstat (Titroline alpha 10 plus, Scott Instrument) selon une adaptation du protocole décrit 
dans Couedelo et al. (2011). Cette technique quantifie la production d’AG libérés lors de leur 
hydrolyse grâce à la quantité de NaOH ajoutée, nécessaire pour maintenir une émulsion à pH 
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constant. La pente de la droite à l’origine permet de calculer l’activité de la lipase pancréatique. 
La lipase pancréatique provient d’un extrait de pancréas porcin (P7545, Sigma Aldrich, France) 
contenant un mélange enzymatique de lipase, de phospholipase, d’amylase, de trypsine, de 
ribonucléase et de protéase. 
Les émulsions (Tableau 12) sont mises en contact avec d’extrait pancréatique (0,1 mg/mL 
d’émulsion) dispersé dans une solution de CaCl2 à 2 mM. L’unité de titration automatique de 
l’appareil est programmée de façon que le pH de la solution contenant l’émulsion et les 
enzymes soit maintenu à pH 8 à l’aide d’une solution de NaOH à 0,025 M. L’activité de la 
lipase est calculée à partir de la pente provenant de la courbe de titration (Équation 22). Les 
quantités des solutions sont déterminées afin d’atteindre des conditions de saturation. 
 𝐴𝑐 =  
𝐶 −  𝑎
𝑃
 Équation 22 
Ac : Activité lipasique à pH 8 (mEq/min/g d’enzyme)  
C : Concentration de la solution de soude utilisée pour la titration (mEq/mL) 
a : Pente moyenne (mL soude/min) 
P : Prise d’essai (lipase) (g) 
Les études sont réalisées à 37°C en plusieurs exemplaires (n=6). 
6.2. Détermination de la bioaccessibilité des lipides : étude in vivo chez le rat 
6.2.1.  Approche expérimentale in vivo chez le rat 
Les expérimentations sont réalisées par l’administration unique de 2 mL d’une émulsion 
calibrée à 20% d’huile ou d’une charge de 1,6 mL d’eau et de 0,4 mL d’huile par injection 
intragastrique chez le rat Wistar à jeun depuis 12 heures pour une mesure indirecte de la 
biodisponibilité (protocole décrit dans Couedelo et al. (2015)). Les rats sont mis sous 
anesthésie générale puis, le canal lymphatique thoracique est fistulé pour dériver la circulation 
lymphatique. La lymphe est ensuite collectée pendant 24 heures puis est entreposée à -80°C 
pour une analyse des chylomicrons (taille et composition en AG). Ces tests sont réalisés sur 
trois groupes expérimentaux composés de 5 rats mâles Wistar de poids moyen (400 g) 
correspondant à trois formulations :  
- une émulsion stabilisée par des PL seulement,  
- une émulsion stabilisée par PL : OBP à un ratio 1:3, 
- un volume d’huile de colza en phase continue.  
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6.2.2. Dosage des acides gras des lipides totaux de la lymphe 
Les AG de la lymphe sont transméthylés selon la méthode de Lepage et Roy (1986). 
L’équivalent de 6 mg de lipides de lymphe et d’un standard interne (TAG 17 : 0) à hauteur de 
10% est additionné de 2 mL d’une solution de méthanol : isooctoane (4:1 v/v) et de 0,2 mL de 
chlorure d’acétyle. Le tube est fermé hermétiquement et incubé 60 minutes à 100°C sous 
agitation puis refroidi sur glace. Après addition de 5 mL de Na2CO3 (6%m/v), l’échantillon est 
homogénéisé (vortex, 30 secondes) puis centrifugé (1050 g, 10 min, 4°C ; Sorvall ST-40R ; 
Thermo Scientific, Waltham, Etats-Unis). La phase organique contenant les esters méthyliques 
d’AG est prélevée puis stockée à 4°C en attente d’analyse par CPG. Les EMAG sont analysés 
dans les mêmes conditions chromatographiques que celle précédemment décrites (§ II-3.3.2).   
7. Analyses statistiques 
Les traitements statistiques sont réalisés à l’aide du logiciel SAS. Les données, recueillies par 
triplicata, sont exprimées par des valeurs moyennes avec leur écart-type. Les analyses 
statistiques intergroupes sont réalisées par analyse de variance à une direction (ANOVA). Puis, 
les données sont analysées par test Least Significant Difference (LSD).  Les données sont 
considérées comme significativement différentes lors d’une p-value < 0,05. 
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CHAPITRE III : Caractérisation des 
interactions PL : OBP aux interfaces 
Les interactions PL-protéines influencent la structure de l’interface colloïdale et par 
conséquent, la stabilité physicochimique des émulsions. À ce jour, peu d’informations 
concernant les interactions entre les OBP et les PL sont disponibles (Deleu et al., 2010, 
Nikiforidis et al., 2013). À l’instar des membranes végétales naturelles, la monocouche 
interfaciale des OB montre une présence majoritaire de PL zwitterioniques, tels que PC et PE 
(Katavic et al., 2006, Millichip et al., 1996). Il semble que la composition de cette monocouche 
joue un rôle décisif sur l’intégration des OBP au sein de l’interface de l’organelle. En effet, 
lors de la création des OB au sein des cellules des oléagineux, la présence de PL anioniques 
comme PI et PA, augmente significativement l’efficacité de l’intégration des OBP au sein de 
la monocouche de PL composant l’interface de l’organelle (Chen et Tzen, 2001). Ces résultats 
suggèrent que les PL anioniques jouent un rôle clé dans le ciblage ou l’assemblage des OBP 
au sein de la membrane des OB (Tzen, 2012). Au vu de ces résultats, il semble exister des 
interactions électrostatiques entre les PL anioniques et certaines régions des OBP. Néanmoins, 
ces interactions pourraient être caractérisées plus finement, non seulement en fonction de la 
tête polaire des PL mais aussi en fonction de la nature des chaines d’AG.  
Dans ce contexte, nous avons abordés l’étude des interactions PL : protéines en utilisant la 
spectroscopie infrarouge. Les TAG des huiles contenus dans une émulsion sont visibles sur les 
spectres FTIR puisque leurs chaines acyles causent l’apparition d’un pic important dans la 
région associée à la vibration des groupements méthylènes (CH2). Dans le cadre d’une étude 
des interactions PL : protéine, l’existence de ce pic empêche l’étude du comportement des 
chaines grasses des PL qui vibrent dans la même région. Ainsi, pour l’étude des interactions 
PL : OBP en FTIR, nous avons choisi de travailler avec des PL se présentant sous la forme de 
membranes modèles plutôt que d’étudier les interactions à l’interface d’émulsions. 
Cette étude vise à : 
i) Définir l’impact de l’incorporation des OBP sur la structure moléculaire des 
membranes modèles composées de PL de nature différente et ce, en fonction de la 
température ; 
ii) Caractériser l’impact de l’incorporation des OBP sur le thermotropisme de PL 
modèles ; 
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iii) Déterminer si la nature des têtes polaires, la longueur et le degré d’insaturation des 
chaines acyles des PL influencent la nature des interactions OBP. 
1. Étude des interactions PL : OBP par FTIR  
Ce travail a fait l’objet d’une publication dans un journal à comité de lecture et est présenté ci-
après. Cet article a été soumis au International Journal of Biological Macromolecules le 20 juin 
2018. 
1.1. Résumé de l’article  en français 
Dans cette étude, la FTIR est utilisée pour investiguer les interactions entre les protéines du 
corps lipidique (OBP) et des phospholipides (PL) modèles. Des PL variant en longueur de 
chaîne et en tête polaire ont été utilisés ; deux PL zwitterioniques, 
dimyristoylphosphatidylcholine et dioleoylphosphatidylcholine et deux PL anioniques, 
dimyristoylphosphatidylglycérol, dipalmitoylphosphatidylglycérol. Les changements de l'état 
physique des lipides et la dénaturation des protéines ont été examinés en fonction de la 
température de 20 à 80°C. Les OBP en solution sont composées de structures désordonnées et 
de feuillets  démontrant des signes d'agrégation. Les PL anioniques interagissent avec OBP 
alors que PL zwitterioniques n’interagissent que très peu avec elles. Les PL insaturés 
promeuvent la structure d'hélice  au sein des OBP. Les interactions entre OBP et PL 
dépendent de la charge des protéines incitant l’adoption de différentes conformations 
protéiques. En conclusion, l'étude a montré que l’usage d’OBP et de PL anioniques pourrait 
mener au développement d’émulsions stables. 
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2. Interaction of oil bodies proteins with phospholipid bilayers: a 
molecular level elucidation as revealed by infrared spectroscopy 
Christine Bourgeois, Ahmed I. Gomaa, Thierry Lefèvre, Maud 
Cansell and Muriel Subirade 
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Interaction of oil bodies proteins with phospholipid bilayers: a 
molecular level elucidation as revealed by infrared spectroscopy 
Christine Bourgeois1,2, Ahmed I. Gomaa1, Thierry Lefèvre3, Maud Cansell2and Muriel 
Subirade1 
1 Institute of Nutrition and Functional Food (INAF), Department of food sciences, University 
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Abstract 
It is crucial to develop new natural sources of emulsifiers to substitute the synthetic molecules.  
An ideal emulsifying system exist in plants that is consisting of oil bodies proteins and 
phospholipids.  In this study, Fourier transformed infrared (FTIR) spectroscopy was used to 
investigate the interactions between oil bodies proteins (OBP) and model phospholipid (PL) 
membranes. The secondary structure and PL thermotropism were investigated. Different PL 
varying in chain length and polar head were used including two zwitterionic phospholipids, 
dimyristoylphosphatidylcholine and dioleoylphosphatidylcholine, and two anionic 
phospholipids, dimyristoylphosphatidylglycerol, dipalmitoylphosphatidylglycerol. The 
changes in lipid physical state and protein denaturation were investigated as a function of 
temperature from 20 to 80°C. OBP in solution is composed of unordered structures and -
sheets with signs of aggregation. Anionic PL interacts with OBP whereas zwitterionic PL does 
not or only slightly interacts with the protein. Unsaturated PL promoted the -helix structure 
in OBP. The interactions between OBP and PL depended on the protein charge inducing 
different protein conformations.  Overall, the study showed that OBP and commercial anionic 
phospholipids have a potential in developing stable emulsifier for food industry.  
Keywords: 
Oil body proteins; Phopholipids; Emulsifiers; FTIR  
Abbreviations: 
DCl, deuterium chloride solution, DMPC, dimyristoylphosphatidylcholine, DMPG, 
dimyristoylphosphatidylglycerol, DOPC, dioleoylphosphatidylcholine, DPPG, 
dipalmitoylphosphatidylglycerol, D2O, deuterated oxide, FTIR, Fourier transform-infrared, 
NaOD, sodium deuteroxide, OB, oil body, OBP, oil bodies proteins, PA, phosphatidic acid, 
PC, phosphatidylcholine, PE, phosphatidyletholamine, PI, phosphatidylinositol, PL, 
phospholipids, PUFA, polyunsaturated fatty acid. 
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Introduction 
Many food products, such as margarines, ice creams and dressings are composed of dispersed 
immiscible phases (aqueous phase or oil phase) that require emulsifiers to be stabilized. 
However, recent studies demonstrated a strong correlation between the consumption of certain 
synthetic emulsifiers that are currently used in the food industry and the development of 
obesity, metabolic diseases, dysbiotic disorders and immune system disorders (Chassaing et 
al., 2015, Csaki, 2011, Schippa et Conte, 2014, Lerner et Matthias, 2015). Thus, it is urgent to 
substitute these synthetic emulsifiers by natural ingredients. Among those that are commonly 
used, lecithin is mainly composed of phospholipids (PL). Lecithin occupies a special place 
because of their polyunsaturated fatty acids (PUFA) intrinsic contribution and the improved 
bioavailability of its healthy lipids (Couedelo et al., 2015) while protecting them from 
oxidation (Cansell et al., 2003, Cui et Decker, 2016). On the other hand, since they confer poor 
emulsion stabilization, it is of interest to mix them with proteins such as oleosin to increase 
physicochemical stability by mimicking the natural emulsification system of oil bodies 
(Wijesundera et al., 2013b). 
In this context, it is crucial to develop new natural sources of emulsifiers to either substitute 
the synthetic molecules or to widen the range of natural molecule available and to study their 
oil/water interfacial properties.  
Many food colloidal systems like milk fat globules, egg yolk or oil bodies are composed of a 
mix of PL and proteins. An ideal emulsifying system that exists in plants is consisting of oil 
bodies proteins and phospholipids. The formation and stability of these food polydispersed 
systems are influenced by the interactions at the emulsifiers interfaces (Maldonado-Valderrama 
et Patino, 2010, McClements, 2015). Oil bodies (OB) are spherical organelles of 0.5 to 2 m 
that store the lipids necessary for the germination of plant seeds (Tzen, 2012, Tzen et al., 1993, 
Chen et al., 2014). The interface of these biological structures is composed of a PL monolayer 
in which proteins are inserted providing the protein coverage of the PL head groups (Tzen et 
Huang, 1992, Frandsen et al., 2001). The oil bodies proteins (OBP) found at the interface are 
mainly represented by oleosins (75-90% of the total proteins) associated with minor proteins, 
caleosins and steroleosins (Zhao et al., 2016, Jolivet et al., 2009). In canola, oleosins are small 
proteins (15 to 23 kDa) with three structural domains. The amphiphilic N-terminal and 
hydrophilic C-terminal domains are adsorbed at the surface of oil bodies (Jolivet et al., 2009, 
Maurer et al., 2013) and are joined by a long hydrophobic segment (8 kDa) (Nikiforidis et al., 
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2013). The hydrophobic segment, the longest hydrophobic sequence found in known proteins, 
is folded due to proline knots that give to the segment a hairpin configuration (Jolivet et al., 
2009, Li et al., 2002). This segment is embedded in the lipid core, reinforcing the OB structure 
stability giving them ideal emulsifying properties (Nikiforidis et al., 2013). Because the nature 
of the surfactant used to solubilize oleosins influences its configuration, there is no consensus 
on their secondary structure. For example, the use of anionic detergents such as sodium dodecyl 
sulfate tends to increase the -helix proportion compared to OB membrane (Vindigni et al., 
2013, Gohon et al., 2011). Caleosins have a larger molecular weight than oleosin (25 to 28 
kDa) and their secondary structure is similar to that of oleosin. Due to their conformation at 
the interface, caleosins also exhibit good emulsifying properties like oleosin (Furse et al., 
2013).  
The composition of PL monolayers depend on the vegetal species. In canola seeds, it is mainly 
composed of phosphatidylcholine (PC), phosphatidyletholamine (PE), phosphatidic acid (PA) 
and phosphatidylinositol (PI) (Katavic et al., 2006). It has been suggested that negatively 
charged PL, like PI, preferentially interact with oleosin by promoting their adsorption at oil 
bodies interface (Chen et Tzen, 2001). Moreover, oleosin and caleosin interactions with PL 
should provide an interface layer contributing to the physical and oxidative stability of this OB 
(Roux et al., 2004). However, to our knowledge, the interactions of OBP with PL have not 
been investigated in detail. Therefore, the purpose of this study is to better characterize the 
interactions between OBP and PL.  
In the present study, we have used Fourier transform-infrared (FT-IR) spectroscopy to 
investigate the molecular basis of OBP–lipid interactions. FTIR spectroscopy is an efficient 
tool to monitor protein secondary structure and protein lipid interactions in biological 
mimicking systems (Potvin-Fournier et al., 2016, Subirade et al., 1995a) and in food emulsion 
type system (Lefèvre et Subirade, 2000a, Mohan et al., 2016, Lefèvre et Subirade, 2003). In 
this study, we have used model membranes to study the conformational changes of OBP and 
lipids induced by their interactions, information that can lead to a better stabilization of 
emulsified system. Different PL varying in their chain length and polar head were used, i.e. 
two zwitterionic phospholipids, dimyristoylphosphatidylcholine (DMPC) and 
dioleoylphosphatidylcholine (DOPC), and two anionic phospholipids, 
dimyristoylphosphatidylglycerol (DMPG), dipalmitoylphosphatidylglycerol (DPPG). 
Moreover, in order to study the impact of the protein charge on the interactions between OBP 
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and PL, experiments were conducted at pH 7.5 and 5.0 that are above and below the isoelectric 
point of OBP (pI 6.5), respectively (Tzen et al., 1993). 
Material and Methods  
Materials  
The canola meal was kindly provided by Bungee Canada (Oakville, ON, Canada). 
Sodium hydroxide beads were purchased from VWR (St. Catharines, ON, Canada) and 
hydrochloric acid was from ThermoFisher (Burlington, ON, Canada). Acetic acid (95% 
v/v), ethanol (99% v/v) and methanol (99% v/v), deuterated oxide (D2O), sodium 
deuteroxide solution 40 wt. % (NaOD), and deuterium chloride solution 35 wt. % (DCl) 
were purchased from Sigma-Aldrich (Oakville, Canada). Synthetic PL, DMPC, DMPG, 
DPPG, and DOPC were provided by Avanti Polar Lipids (Alabaster, AL, USA). Laemmli 
buffer solution, −mercaptoethanol, Dual XtraTTM Western C standard and blue of Coomassie 
R-250 were purchased from Bio-rad (Canada).  
Extraction and characterization of oil bodies proteins 
OBP were extracted from canola meal according to a procedure adapted from Wijesundera et 
al. (Wijesundera et al., 2013a). Canola meal (500 g) was mixed with 4.5 L of distilled water 
and soaked overnight. The pH of the solution was adjusted to 12.0 with 4 M NaOH solution, 
stirred for 30 minutes and, then, centrifuged at 10,000 g for 15 minutes. The supernatant was 
collected and filtered on a cheesecloth. The pH was readjusted to 6.5 with 1 M HCl solution 
and stirred for 30 minutes. Then, the solution was centrifuged at 5,000 g for 30 minutes. The 
precipitate was collected, washed with distilled water, and the pH was readjusted to 6.5 before 
centrifugation (5,000 g, 30 minutes). The precipitate was collected, frozen, lyophilized and 
stored at room temperature until use.  
Protein content 
Protein content was determined using official analysis methods as recommended by the 
Association of official Analytical Chemists (AOAC) The extract obtained by isoelectric point 
precipitation contained 87% of proteins as measured by Dumas method (AOAC 992.23) 
(Horwitz et Latimer, 2005). 
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Protein identification 
OBP were characterized by gel electrophoresis according to Laemmli (Laemmli, 1970) with 
modifications. A solution of Laemmli buffer solution and −mercaptoethanol (ratio 20:1) was 
added to OBP then heated to 90 °C. Then, the wells of a polyacrylamide gel were injected with 
the protein samples. A Dual XtraTTM Western C was used as a standard. The gel was run for 
75 minutes and stained using a buffer contains Coomassie blue R-250 (1% w/v), acetic acid 
(10% v/v) and ethanol (40% v/v). Then, the gel was destained overnight at room temperature 
using a buffer containing methanol (10% v/v) and acetic acid (10% v/v). The gel was scanned 
using a Chemidoc XRS imager (Biorad, Canada). The electrophoretic pattern of the protein 
concentrate (Figure 1) clearly showed several bands that were attributed to 17-19 kDa oleosins 
(major band), 21-22 kDa oleosins, 26 kDa caleosins and 28-29 kDa caleosins according to 
Zhao et al and Jolivet et al (Zhao et al., 2016, Jolivet et al., 2009).  
 
Figure 1 : Electrophoresis gel of oil bodies proteins extracted from canola meal by isoelectric point precipitation 
PL membrane (liposome) preparation 
PL model membranes were prepared using a freeze-thaw methodology adapted from Lefèvre 
and al. (Lefèvre et Subirade, 2000a). Each PL, i.e. DMPC, DMPG, DPPG or DOPC, was 
dissolved into D2O at a concentration of 14.7% w/v and stirred at 10 °C above its phase 
transition temperature, for 3 minutes. Then, PL dispersion was cooled on ice (or liquid nitrogen 
for DOPC) and vortexed for 3 minutes. This cycle was repeated three times. Protein solutions 
were prepared by dissolving protein concentrate into D2O (6.25% w/v) and stored for 48 h at 
4°C to insure complete deuteration of the proteins. pD was adjusted just before incorporation 
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in PL membrane with NaOD and DCl to 7.5 and 5.0, respectively. These pD values were 
selected to ensure OBP solubilization and avoid protein precipitation (pI of 6.5 (Tzen et al., 
1993)). The protein solution was added to the PL membrane to a final ratio of 2:10 w/w using 
the same method as previously described for the liposome preparation. All samples were 
prepared under a nitrogen-supplemented atmosphere to prevent water contamination.  
Infrared spectroscopy 
IR spectra were acquired using a Nicolet Magna 560 (Thermo Scientific, Madison, WI) 
equipped with a nitrogen-cooled MCT detector. The experiments were performed in D2O in 
order to avoid the overlap with the O-H bending vibration of H2O. The temperature ramp was 
controlled using a temperature regulator homemade device (OMEGA). The temperature was 
increased from 15 to 80 °C with a 2 °C step from 16 to 40 °C and a 5 °C step up to 80 °C. Once 
the final temperature was reached, a 3 min-stabilization period was applied. A sample volume 
of about 20 L was inserted between two CaF2 windows (Thermo Fisher Scientific, USA) 
spaced by a 0.025 mm Teflon spacer (International Crystal Lab, USA). Spectra were acquired 
by accumulating 128 interferograms at a resolution of 4 cm-1 using a Happ-Genzel apodization. 
Spectra analysis was performed using the Omnic 8.2 software. Secondary structure changes of 
OBP were characterized using the amide I’ region. The PL hydration and conformational 
changes were observed in the carbonyl stretching region and the symmetric and asymmetric 
CH stretching regions of the spectra, respectively. Even if all samples were prepared under a 
nitrogen-supplemented atmosphere to prevent water contamination, the water vapor 
contribution was subtracted if necessary. A three-point linear baseline correction was applied 
from 4000 to 800 cm-1 (encompassing the symmetric and asymmetric CH stretching regions) 
and from 1800 and 1500 cm-1 (encompassing the carbonyl stretching [(C=O)] and amide I’ 
regions). The 3000-2800 cm-1 (CH stretching) and 1800-1500 cm-1 regions were normalized 
by mathematical operation. Fourier self-deconvolution was performed to the amide I’ region 
(1700-1600 cm-1) with a bandwidth of 22 cm-1 and an enhancement factor of 2.2, and with a 
bandwidth of 24 cm-1 and an enhancement factor of 2.4 for the carbonyl stretching (1780-1700 
cm-1). All experiments were performed in duplicate. Variation in IR measurements was less 
than 2 %. 
Statistical analysis 
Unless otherwise mentioned, all experiments were performed in triplicate. Results were 
expressed as average ± SD. 
CHAPITRE III : Caractérisation des interactions PL : OBP aux interfaces
    
 69 
Results and discussion 
FTIR spectroscopy is known to be an efficient and powerful tool to monitor protein secondary 
structure, lipid hydrocarbon chain conformation, and protein lipid interactions in biological 
mimicking systems (Potvin-Fournier et al., 2016, Subirade et al., 1995a) and in food emulsion 
system (Lefèvre et Subirade, 2000a, Mohan et al., 2016, Lefèvre et Subirade, 2003). In this 
study we have selected different PL to allow studying the influence of the polar head group 
nature and that of the acyl part (chain length degree of unsaturation degree). Thus, DMPC and 
DMPG were selected to emphasize the difference between a zwitterionic PL and an anionic 
one. DMPG and DPPG pointed out the effect of the length of the PL hydrocarbon chain. DMPC 
and DOPC were chosen to determine the impact of chain unsaturation.  
Oil bodies protein (OBP) in solution 
Figure 2 shows the deconvolved amide I’ band of OBP in aqueous solution at different 
temperatures and pD 7.5 (Fig. 2a) and pD 5.0 (Fig. 2b). Amide I region is a major protein band 
that is sensitive to different secondary structure elements. At pD 7.5 (> pI), the IR spectrum of 
OBP in the aqueous solution at 20°C showed two major peaks at 1633 cm-1 and near 1648 cm-
1 attributed to -sheet and unordered structures, respectively (Arrondo et al., 1993). There were 
also less intense components at 1614 and 1683 cm-1 associated with intermolecular anti-parallel 
-sheets resulting from protein aggregation (Clark et al., 1981). These signs of aggregation are 
due to the high alkaline pH used during extraction of the proteins (Achouri et al., 2012). Upon 
heating, intermolecular anti-parallel -sheet components at 1614 and 1683 cm-1 increase to the 
expense of the native -sheet component at 1633 cm-1 suggesting that proteins unfold and 
aggregate with heating (Achouri et al., 2012, Li et al., 1992). This phenomenon started at 
around 55°C and continued until 80°C (data not shown). After cooling, part of OBP regained 
the regular (non-aggregated) -sheets (1630 cm-1) with remaining unordered protein segments 
(1643 cm-1) and the anti-parallel -sheets showing that the aggregation was irreversible.  
At pD 5.0 (< pI), OBP in aqueous solution at 20˚C adopted a conformation composed 
principally of -sheets (band at1633 cm-1), unordered structures (band at1641 cm-1) and  helix 
(band at 1652 cm-1). The existence of  helix configuration indicated that positively charged 
OBP partially adopted a more structured configuration. Regardless of this difference in initial 
configuration, OBP showed the same thermal behavior as that observed at pD 7.5 apart from 
the aggregation phenomenon that seemed to be slightly more intense at pD 5.0 as judged from 
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the intensity of the 1614- and 1683-cm-1 components. These results showed that at acidic pD 
the positive charge of protein modified OBP secondary structure by increasing the  helix 
content and promoted aggregate formation in solution. As suggested by Tzen at al (Tzen et al., 
2008), OBP medial hydrophobic segment might change its conformational structure within the 
lipid core of OB to anchor solely or arrange into homo oligomers  and to adopt parallel -
sheets, anti-parallel -sheets, a mixture of those two or -helix structure. 
 
Figure 2 : Deconvolved FTIR absorption spectra in the amide I’ region of OBP in D2O solution (2% w/v) at pD 7.5 (a) and 
pD 5.0 (b) as a function of temperature during a heating and cooling cycle. 
Oil bodies proteins / dimyristoylphosphatidylcholine interactions 
PC was used because it is the major zwitterionic PL in vegetal membranes, commonly 
representing more than half the total PL in vegetal oil bodies (Katavic et al., 2006, Tzen et 
Huang, 1992). Figure 3 shows the deconvolved amide I’ region spectra of OBP in the presence 
of DMPC at pD 7.5 (Fig. 3a) and 5.0 (Fig. 3b) and different temperatures. At 20°C, in the 
presence of DMPC membranes at pD 7.5, OBP presented the same components as in solution 
but with an increased proportion of unordered structures at 1641 cm-1. The anti-parallel -
sheets at 1614 and 1681 cm-1 were still detected, suggesting that an aggregation phenomenon 
occurred at the interface similar to in solution. Upon heating in presence of DMPC membranes, 
 helix at 1656 cm-1 (1654 cm-1 in solution) and intermolecular anti-parallel -sheet structure 
at 1618 and 1683 cm-1 appeared. The thermal aggregation phenomenon started at the same 
temperature as in the aqueous solution, around 55°C (data not shown). The thermal behavior 
is basically the same than in aqueous solution, suggesting only slight interactions between the 
protein and PC vesicles. After cooling in presence of DMPC membranes, the signs of 
aggregation remained, however, parallel chain -sheets were more pronounced than in water 
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as shown by the peak at 1635 cm-1 which was as intense as that at 1647 cm-1 suggesting that 
the DMPC environment promoted a slightly more structured configuration after thermal 
denaturation.  
At pD 5.0, in the presence of DMPC membranes (Fig 3b), OBP adopted a secondary structure 
similar to that observed at pD 7.5 with a slight increase of the peak around 1654 cm-1 associated 
with an  helix configuration showing that positively charged proteins partially adopted a more 
structured configuration. Although, when existed in solution, OBP show less  helix when 
adsorbed into a PL membrane. Moreover, OBP showed the same thermal behavior as that 
observed at pD 7.5 apart from the aggregation phenomenon that seemed to be slightly more 
intense at pD 5.0. The results confirmed that, the presence of DMPC as in water, the positive 
charge of protein promoted the  helix structure.  
 
Figure 3 : Deconvolved FTIR absorption spectra in the amide I’ region of OBP in presence of DMPC membranes at a 
protein-to-lipid ratio of 2:10 w/w, at pD 7.5 (a) and pD 5.0 (b) as a function of temperature during a heating and cooling 
cycle. 
Since the IR spectra in the symmetric and asymmetric CH stretching regions (centered at 2920 
and 2850 cm-1) showed similar results, the asymmetric region (around 2920 cm-1) was only 
presented in Figure 4 (Lefèvre et Subirade, 2000b). The spectra of DMPC in the acyl chain 
region in the presence or absence of OBP at pD 7.5 (Fig. 4a) and 5.0 (Fig. 4b) showed a 
significant wavenumber shift at 23  1°C attributed to the chain melting phase transition of 
DMPC in agreement with (Silvius, 1982). For the two pD studied, the phase transition 
temperature of DMPC was not affected by the presence of OBP. The presence of OBP at pD 
7.5, increased the asymmetric methylene stretching number, as(CH2), wavenumber in the 
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liquid-crystalline phase. This shift could be associated with an increase in gauche conformers 
in PL acyl chains associated with a conformational disorder in the lipophilic region of the PL 
bilayer (Qin et al., 2009). This phenomenon was also observed at pD 5.0 both in the gel and 
the liquid-crystalline phases, suggesting that interactions with DMPC membranes were slightly 
enhanced with the acidic form of OBP. Thus, these results showed that the incorporation of the 
hydrophobic medial segment of the proteins hindered the lipophilic core  disturbing the acyl 
chain order (Lefèvre et Subirade, 2000a). In addition, at acid pD, the presence of OBP seemed 
to generate a second wavenumber shift at 55°C that might correspond to the protein 
denaturation, increasing the hindrance in the bilayer. When the membrane systems were cooled 
to 21 °C, lower wavenumber values were observed for pure DMPC systems compared to that 
obtained in presence of OBP. This suggested that the protein interactions with the DMPC 
membranes that took place during the heating period were not totally reversible. 
 
Figure 4 : Temperature dependence of the wave number of the asymmetric methylene stretching as(CH2) vibration bands of 
DMPC at pD 7.5 (a) and pD 5.0 (b) for pure DMPG membranes () and for DMPC in the presence of OBP at a protein-to-
lipid ratio of 2:10 w/w, (). Points obtained at 21°C after the cooling cycle for pure DMPG membranes () and for DMPC 
in the presence of OBP (). 
Oil bodies proteins / dimyristoylphosphatidylglycerol interactions 
In order to assess the effect of the polar head on the interactions between OBP and PL, OBP 
were placed in presence of DMPG, an anionic PL. Figure 5 shows the deconvolved amide I’ 
region spectra of OBP in presence of DMPG membranes at pD 7.5 (Fig. 5a) and at pD 5.0 (Fig. 
5b) for a temperature ramp from 20°C to 80°C followed by cooling down to 21°C. In the 
presence of DMPG membranes at pD 7.5, OBP at 20°C seemed to adopt a more unordered 
structure (1643 cm-1) to the detriment of -sheets (1632 cm-1)  (Fig. 5a) as compared with OBP 
in DMPC where a mix of -sheet (1633 cm-1) and unordered structure (1641 cm-1) were more 
prominent as mentioned earlier. In addition, at 20°C, OBP in the presence of DMPG showed 
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signs of a slight aggregation as indicated by the intermolecular antiparallel -sheets (1616 cm-
1). However, when heated, the spectra rise mainly at 1652 cm-1 representing an -helix increase 
and a minor increase at 1639 cm-1 representing unordered structure at the expense of the parallel 
-sheet chains (1632 cm-1). In contrast with DMPC, the random structure of OBP in DMPG 
were underrepresented compared to the helical structure observed, giving OBP a well-ordered 
conformation. Interestingly, in the presence of an anionic phospholipid (such as DMPG), OBP 
antiparallel -sheet chains (1616 cm-1) tended to disappear, DMPG preventing thermal 
denaturation and thus, protein aggregation. This suggested that these interactions occurred at 
the interface implying the PL polar head group at proximity of OBP amphiphilic region. When 
cooled down, OBP readopted similar main structures (unordered and parallel -sheets) as the 
non-heated samples indicating the complete reversibility of the structural changes in these 
conditions. Furthermore, when cooled down, OBP showed less antiparallel -sheets than 
before the thermal treatment suggesting that the heating process might help the incorporation 
of proteins within the anionic model membrane. At pD 5.0, in the presence of DMPG 
membranes, OBP showed more prominent unordered structures (1643 cm-1) than parallel -
sheets (1633 cm-1). Moreover, helical (1652 cm-1) and unordered (1641 cm-1) components were 
increased at the expense of -sheets (1632 cm-1) with temperature. At acid pD, although a 
helical structure was still prominent, more unordered structures were observed than at pD 7.5. 
Regarding antiparallel -sheets (1618 and 1983 cm-1), they seemed stable through the thermal 
process suggesting that this configuration was not consecutive to thermal denaturation but, 
more likely, corresponded to an intrinsic secondary structure where OBP units interact with 
themselves forming hydrophobic interactions between antiparallel -sheets.  
The difference in the impact of pD on the secondary structure of OBP suggest that electric 
charges may be implicated in the interaction between anionic PL DMPG and OBP. Therefore, 
proteins interacted with PL differently according to their charge. When proteins are negatively 
charged (pD 7.5), their basic amino acids can interact with anionic PL through electrostatic 
interactions since the amphiphilic segments of oleosins (Jolivet et al., 2009) and caleosins 
(Song et al., 2014) are relatively rich in those amino acids. On the other hand, when proteins 
are positively charged (pD 5.0) protein-PL and protein-protein interactions took place 
illustrated by the constant amount of antiparallel -sheets content in the spectra. The adsorption 
of OBP into the anionic PL model membrane created strong interactions that prevent 
denaturation. Therefore, as suggested by Tzen at al. (Tzen et al., 2008), OBP medial 
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hydrophobic segment might change its conformational structure within the lipid core of anionic 
PL to anchor solely or arrange into homo oligomers and to adopt parallel -sheets, anti-parallel 
-sheets, a mixture of those two or -helix structure.  
Accordingly, the DMPG negative charge seems to induce a great influence on interactions 
between PL and proteins since the structural and thermal behavioral changes observed through 
temperature ramp were not exhibited in the presence of zwitterionic DMPC (Fig. 3a and 3b). 
Similar results have also been observed with ß-lactoglobulin and casein where they strongly 
interacted with anionic PL, inducing a protein-PL complex, promoting protein unfolding 
whereas they had a weak binding with the zwitterionic or non-ionic PL (Lefèvre et Subirade, 
2000a, Lefèvre et Subirade, 2001, Goddard et Ananthapadmanabhan, 1993, Kasinos et al., 
2013). Moreover, in order to explain the different configurations at pD 7.5 and 5.0, in addition 
to the protein charge, the charge of the PL head group seemed to play a role in the interactions 
between PL membranes and OBP. 
 
Figure 5 : Deconvolved FTIR absorption spectra in the amide I’ region of OBP in presence of DMPG membranes at a 
protein-to-lipid ratio of 2:10 w/w, at pD 7.5 (a) and pD 5.0 (b) as a function of temperature during a heating and cooling 
cycle. 
Figure 6 presents IR spectra of the DMPG in the acyl chain region in presence or absence of 
OBP at pD 7.5 (Fig. 6a) and 5.0 (Fig. 6b). A significant wavenumber peak shift at 24  2°C 
was attributed to the main phase transition of DMPG (Riske et al., 1997). As for DMPC, at 
both pD, the phase transition temperature of DMPG was not affected by the presence of OBP 
(Ragoonanan et al., 2008). In the liquid-crystalline phase, wavenumbers were not impacted by 
the presence of OBP. However, at both pD, the wavenumbers associated with the gel phase 
were significantly higher in presence of the proteins, suggesting that their adsorption in the PL 
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model membrane disturbed the alignment of the PL acyl chain causing disorder in the bilayer 
(Lewis et McElhaney, 2013).  
After cooling down the pure PL, the acyl chains presented wavenumbers that are lower than 
the wavenumbers during the heating process. This hysteresis effect is known to undergo in PL 
phase transition (Qin et al., 2009). However, the presence of OBP in the bilayer impacted the 
PL organization so that the wavenumber associated with the cooled down state were in phase 
with the wavenumber of the heating curve. This result shows that the presence of OBP impacts 
the energy level associated with the return to the initial state as if the presence of the proteins 
created a delay in the readoption of the gel phase. 
 
Figure 6 : Temperature dependence of the wave number of the asymmetric methylene stretching as(CH2) vibration bands of 
DMPG at pD 7.5 (a) and pD 5.0 (b) for pure DMPG membranes () and for DMPC in the presence of OBP at a protein-to-
lipid ratio of 2:10 w/w, (). Points obtained at 21°C after the cooling cycle for pure DMPG membranes () and for DMPC 
in the presence of OBP (). 
Oil bodies proteins /dipalmitoylphophatidylglycerol interactions 
Figure 7 shows the deconvolved amide I’ region spectra of OBP in presence of DPPG 
membranes at pD 7.5 for a temperature ramp from 20 °C to 80 °C followed by a cooling down 
to 21 °C. Results at 20°C were similar to those obtained with DMPG with unordered structure 
(1642 cm-1) being more prominent than parallel -sheet chains (1633 cm-1) the presence of an 
-helix structure (1650 cm-1). Moreover, the absence of anti-parallel -sheet chains (1615 cm-
1) suggested the presence of strong protein-phospholipid interactions protecting the proteins 
from the thermal aggregation presumably due to their adsorption at the interface. During the 
heating process, less -helix structure (1657 cm-1) were presented than with DMPG suggesting 
that the existence of long saturated fatty acid chain promoted a stable configuration, with 
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stronger interactions. As a result, the IR spectra after the thermal cycle and subsequent cooling 
were very similar. 
 
Figure 7 : Deconvolved FTIR absorption spectra in the amide I’ region of OBP in presence of DPPG membranes at a 
protein-to-lipid ratio of 2:10 w/w, at pD 7.5 as a function of temperature during a heating and cooling cycle. 
Figure 8 presents the DPPG acyl chain region IR spectra in presence or absence of OBP at pD 
7.5. The significant wavenumber peak shift at 41  2°C was attributed to the main phase 
transition of DPPG (Jacobson et Papahadjopoulos, 1975). As for DMPG, the phase transitions 
temperature of DPPG were not affected by the presence of OBP nor were the wavenumbers in 
the liquid-crystalline phase (45-80 °C). In contrast, the wavenumbers associated with the gel 
phase were significantly higher in presence of OBP, suggesting strong interactions between the 
proteins and the PL causing disorders in the bilayer (Lewis et McElhaney, 2013). The similar 
IR patterns observed also for DMPG as mentioned previously, suggested that the length of the 
saturated acyl chain influenced the interactions of OBP with PL. However, such impact was 
not important enough to disturb the PL transition phase temperature as it was remained at 24 
and 41°C respectively for DMPG and DPPG nor did it changed the sharpness of the transition 
that occurred over only 2 to 4 °C. 
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Figure 8 : Temperature dependence of the wave number of the asymmetric methylene stretching as(CH2) vibration bands of 
DPPG at pD 7.5 for pure DPPG membranes () and for DMPC in the presence of OBP at a protein-to-lipid ratio of 2:10 
w/w, (). Points obtained at 21°C after the cooling cycle for pure DMPG membranes () and for DMPC in the presence of 
OBP (). 
Oil bodies proteins /dioleoylphosphatidylcholine interactions 
In order to assess the influence of the unsaturation degree of the fatty acid chain on OBP/PL 
interactions, DOPC was used. Moreover, DOPC resembles the natural OB composition which 
is mainly composed of unsaturated PC (Katavic et al., 2006). Figure 9 shows the deconvolved 
amide I’ region spectra of OBP in presence of DOPC membranes at pD 7.5 (Fig. 9a) and at pD 
5.0 (Fig. 9b) for a temperature ramp from 20 °C to 80 °C followed by cooling down to 21 °C. 
IR spectra of OBP before heating showed a more prominent  helix configuration. Moreover, 
with increasing temperature, the proportion of -helix configuration and the random structure 
became the main structures as indicated by the increasing the peaks at 1654 and 1637 cm-1, 
respectively. The -helix structure was kept even after the system was cooled down. The -
helix structure is commonly adopted by transmembrane proteins (White, 2009) creating an 
optimal three-dimensional structure where the nonpolar face of -helix creates hydrophobic 
interactions with nonpolar fragments of PL (Epand et al., 1990). Therefore, the presence of 
unsaturated fatty acids seemed to promote an OBP configuration resembling that of 
transmembrane proteins. Nonetheless, the presence of DOPC did not prevent the protein 
aggregation upon heating as indicated by the appearance of the intermolecular anti-parallel -
sheet structure (1616 cm-1). This suggested that DOPC interactions with OBP were nor strong 
enough to prevent the protein denaturation. The signs of aggregation both started around 55°C 
(data not shown). At pD 5.0, in presence of DOPC (Fig. 4d), OBP adopted the same secondary 
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structure and showed the same thermal behavior as that observed at pD 7.5. This suggested that 
hydrophobic interactions between the hydrophobic domain of the protein and the lipid core 
were independent of the net charge of the protein. 
 
Figure 9 : Deconvolved FTIR absorption spectra in the amide I’ region of OBP in presence of DOPC membranes at a 
protein-to-lipid ratio of 2:10 w/w, at pD 7.5 as a function of temperature during a heating and cooling cycle. 
Figure 10 shows the DOPC acyl chain region IR spectra in presence or absence of OBP at pD 
7.5 (Fig. 10a) and 5.0 (Fig. 10b). The DOPC phase transition was not observed in the 
temperature range studied because it occurs between -21 °C and -15.4 °C (Ragoonanan et al., 
2010). Accordingly, only the liquid-crystalline phase was observed. For both pDs, the presence 
of OBP in the PL bilayer was associated with higher wavenumbers suggesting that the 
adsorption of OBP increased the disorder in PL acyl chain region. Moreover, as observed with 
DMPC, the presence of OBP modified the energy level and eliminate the hysteresis observed 
in pure PL, represented by a wavenumber shift during the cooling down (at 21 °C) so that 
wavenumber is similar to that during the heating period.  
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Figure 10 : Temperature dependence of the wave number of the asymmetric methylene stretching as(CH2) vibration bands 
of DOPC at pD 7.5 for pure DPPG membranes () and for DMPC in the presence of OBP at a protein-to-lipid ratio of 2:10 
w/w, (). Points obtained at 21°C after the cooling cycle for pure DMPG membranes () and for DMPC in the presence of 
OBP (). 
Conclusion 
FTIR spectroscopy allowed the investigation of the molecular interactions between OBP and 
different model phospholipids. Changes in the PL bilayer configuration in the presence of OBP 
and changes in OBP secondary structure depended on the nature of PL.  
On one side, anionic PL such as DMPG and DPPG interacted strongly enough with OBP to 
prevent their thermal denaturation when heated in contrast to DMPC and DOPC suggesting 
electrostatic interactions taking place between the polar head group of PL and the proteins. The 
absence of disturbance in the bilayer in the liquid-crystalline phase suggests that OBP interact 
mainly at the interface instead of in the core. These interactions depended on the protein charge 
inducing different configurations at the interface. On the other side, increasing the hydrophobic 
interactions between OBP and PL with long saturated fatty acid chain (DPPG vs DMPG) 
allowed OBP to adopt a more stable configuration. Moreover, unsaturated PL such as DOPC 
tended to promote  helix conformation in OBP suggesting hydrophobic interactions with the 
lipid core of the model membrane and a possible transmembrane conformation. These results 
are supported by the fact that we can observe hindrance in the bilayer at both the gel and the 
liquid-crystalline phase. Overall, none of these interactions were strong enough to affect PL 
transition temperature no matter the nature of the PL membrane. Our results show that OBP 
extracted from canola meal interact with pure PL when incorporated into PL model membrane 
and give hints of the interactions that could occur in reconstituted OB. In order to use them in 
food emulsion, the use of commercial phospholipids such as lecithin would be more suitable. 
Commercial vegetal lecithins are mainly composed of unsaturated PL (90%) and contain up 30 
to 35% of anionic PL (van Nieuwenhuyzen et Tomás, 2008, Xie et Dunford, 2017). In regards 
of our results, a chemical profile with a great amount of anionic PL can favor OBP-PL 
interactions at oil-in-water emulsions and offer a good physicochemical stabilization of those 
food matrices. On the whole, this study provided some data indicating that commercial lecithin 
could efficiently interact with OBP in order to formulate stable emulsions only based on plant 
emulsifiers.  
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3. Principaux résultats et développement 
3.1. Caractérisation du concentrât protéique 
La composition du tourteau de colza utilisé pour ce projet de doctorat est présentée au Tableau 
14. Cette composition est similaire à celles décrites dans la littérature (Tableau 6).  
L’extraction du concentrât protéique à partir du tourteau de colza est réalisé avec un taux 
d’extraction de 2 à 2,5%. La caractérisation de concentrât par la méthode de Dumas (AOAC 
992.23) montre que l'extrait protéique obtenu par précipitation à l’aide du point d'isoélectrique 
contient 87,4 % de protéines en accord avec d’autres études (Horwitz et Latimer, 2005) 
(Tableau 14). Cette même méthode a démontré que le tourteau d’origine contenait 36,4% de 
protéines. En tenant compte de ces résultats et du taux d’extraction, on calcule que les protéines 
contenues dans le concentrât représentent 4,8 à 6% des protéines du tourteau, ce qui est 
cohérent avec les proportions d’OBP généralement publiées dans la littérature indiquant que 
les OBP représentent 2 à 8% des protéines totales (Huang, 1992, Wanasundara, 2011). De plus, 
le profil électrophorétique du concentrât protéique (Figure 1 de l’article) a clairement montré 
plusieurs bandes qui ont été attribuées à l’oléosine de 17-19 kDa, à l’oléosine de 21-22 kDa, à 
la caléosine de 26 kDa et à la caléosine de 28-29 kDa (Zhao et al., 2016, Jolivet et al., 2009). 
La densité de la bande de l’oléosine 17-19 kDa est nettement la plus intense démontrant qu’il 
s’agit de la protéine majoritaire du concentrât. Ce concentrât contient également 1,2 % de 
lipides. Bien qu’ils puissent éventuellement contribuer aux résultats, nous considèrerons dans 
la suite de l’étude cette quantité comme négligeable par rapport aux lipides ajoutés dans les 
formulations. Les cendres représentent les composés inorganiques comme les sels présents 
dans le concentrât. Ces cendres peuvent provenir du tourteau ou de l’extraction par point 
isoélectrique (§ II-3.1). À cette concentration (1,9%), elles peuvent promouvoir la solubilité 
des protéines (§ I-2.1.5). Finalement, le dosage des phénols a démontré des concentrations 
cohérentes avec celles reportées dans la littérature qui se situent entre 14,8 et 21,0 mg GAE/g 
pour le tourteau de colza (Teh et al., 2014, Aleksander et al., 2008). La présence de glucides 
(sous forme de fibres) et de polyphénols peut contribuer à la stabilité physicochimique des 
émulsions et sera discutée dans le chapitre suivant (§IV-2 et IV-3). Un stock de concentrât 
d’OBP a été constitué à partir du même lot de tourteau. Le même stock a été utilisé pour toutes 
les expériences présentées dans ce travail de thèse. 
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Tableau 14 : Composition du tourteau de colza et de l’extrait protéiques 
 Protéines Humidité Lipides Cendres Glucides* Polyphénols 
 (%) (%) (%) (%) (%) (mg GAE/g) 
Tourteau 
de colza 
36,4  0,2 10,2  0,4 2,0  0,2 7,5  0,1 43,9  0,9 20,5  0,5  
Extrait 
protéique 
87,4  0,3 2,5  0,1 1,2  0,1 1,9  0,1 9,8  0,6 17,7  0,2 
*Déterminé par pourcentage différentiel à partir de 100%  
GAE : Équivalent d’acide gallique 
Les valeurs pour l’humidité et les cendres sont une moyenne de 2 mesures indépendantes, celles pour 
le taux de protéines, de lipides et de polyphénols une moyenne de 3 mesures indépendantes. 
 
3.2. Étude spectroscopique infrarouge 
L’insertion de protéines au sein d’une couche de PL est décrite pour plusieurs systèmes naturels 
de transport des lipides comme les lipoprotéines du jaune d’œuf (Jolivet et al., 2006a, Martinet 
et al., 2003) et les globules gras du lait (Cavaletto et al., 2008, Singh et Gallier, 2017). La 
majorité de ces protéines membranaires présente un motif commun, l’hélice α (White, 2009). 
La face apolaire étendue de cette structure est optimale pour la création d’interactions apolaires 
avec des fragments lipidiques apolaires alors que la face polaire peut interagir avec la tête 
polaire des PL comme le présente la Figure 18 (Epand et al., 1990). L’étude de protéines 
hautement hélicoïdales, comme les apolipoprotéines, montre qu’elles ont normalement une 
solubilité limitée dans des solvants comme l’eau (Jolivet et al., 2006a, Benjawl et al., 2007), 
un peu comme les OBP (Gohon et al., 2011). De plus, la corrélation inverse entre leur stabilité 
en solution aqueuse et leur capacité à se lier aux lipides provient du caractère apolaire des 
hélices qui s’agrègent lorsqu’elles ne se retrouvent pas dans un environnement lipidique 
(Benjawl et al., 2007). En outre, certaines protéines hydrosolubles peuvent adopter ce 
comportement. L’-lactalbumine, par exemple, voit son contenu en hélices  passer de 30% à 
50% lorsqu’elle s’adsorbe dans une membrane de PL (van Dael et van Cauwelaert, 1988). 
Plusieurs protéines adoptent un comportement similaire lors de leur adsorption au sein des 
membranes notamment la -lactoglobuline (Lefèvre et Subirade, 2001), les protéines de 
transfert de lipide du blé (Subirade et al., 1995b), des protéines de transport des AG (Galassi 
et al., 2018). van Dael et van Cauwelaert (1988) ont d’ailleurs démontré que l’-lactalbumine 
adopte davantage d’hélices  et qu’elle crée des liaisons hydrophobes avec les AG des PL 
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lorsqu’un de ses segments s’insère à l’intérieur de la monocouche de PL (Figure 17). Ces deux 
phénomènes ne sont pas observés lorsque la protéine s’associe aux têtes polaires de PL et reste 
en position extérieure du domaine lipidique. 
 
Liaisons 
hydrophobes 
Liaisons 
électrostatiques 
 
Figure 17 : Représentation d'un segment protéique en hélices  inséré au sein d'une monocouche de 
phospholipides. Adapté de Foot et al. (2007) 
Outre les modifications conformationnelles des protéines lors de leur adsorption aux interfaces, 
l’insertion d’un segment protéique au sein d’une bicouche peut aussi créer des perturbations 
dans l’organisation des chaines d’AG des PL. En effet, la pénétration de la bicouche par la 
protéine provoque une contrainte mécanique qui s’applique sur les PL adjacents à la protéine, 
développant éventuellement des interactions hydrophobes avec les AG des PL de la membrane 
(Figure 18a). La présence de plusieurs protéines au sein de la membrane peut également 
engendrer des interactions protéine-protéine qui peuvent encore condenser davantage les 
chaines d’AG des PL (Figure 18b). Si les interactions hydrophobes entre les PL et les protéines 
sont suffisamment importantes, elles peuvent diminuer la coopérativité de la transition de phase 
des PL et ainsi augmenter la température de transition des chaines d’AG. 
 
Figure 18 : Représentation schématique des conformations adoptées par des phospholipides transmembranaires 
en présence de protéines transmembranaires pour une protéine seule (a), représentation schématique de la 
condensation capillaire du domaine lipidique entre deux de protéines transmembranaires (b). Les chaines 
d’acides gras des PL représentées en blanc sont celles perturbées par l’ancrage des protéines (Mouritsen et 
Bagatolli, 2015) 
Acides 
gras 
Tête 
polaire 
Monocouche de 
phospholipides 
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Dans ce travail de thèse, la spectroscopie FTIR a été utilisée pour l'étude des interactions 
moléculaires entre les OBP et différents PL modèles. Les changements de la conformation des 
AG de la membrane phospholipidique en présence d'OBP et les changements de structure 
secondaire des OBP sont dépendants de la nature de PL et de la charge des protéines. Les 
principaux résultats de cette étude sont résumés dans le Tableau 15.  
Tableau 15 : Synthèse des interactions PL : OBP d’après les résultats obtenus en FTIR 
 Eau DMPC DMPG DPPG DOPC 
Prévient la dénaturation - - + + - 
Présence d’hélices  à 20°C - - - - + 
Présence d’hélices  à 80° + + + - ++ 
Perturbation de la transition de phase - - - - n/d 
Interactions en phase gel n/a + + + + 
Interactions en phase cristal-liquide n/a + - - n/a 
Dénaturation estimée par l’absence d’accroissement des feuillets  antiparallèles 
n/a : non applicable 
n/d : non déterminé 
Les PL anioniques, comme DMPG et DPPG, interagissent avec les OBP empêchant leur 
dénaturation thermique estimée par l’absence d’accroissement des feuillets  antiparallèles. 
Ces résultats n’ont pas été observés en présence de PL zwitterioniques, comme DMPC et 
DOPC. Ceci suggère la mise en place d'interactions électrostatiques attractives entre la tête 
polaire des PL anioniques et les protéines. De plus, l'absence de perturbations dans la bicouche 
de PL anioniques en phase cristal-liquide, contrairement à ce qui est observé avec la DMPC, 
suggère que les OBP ne s’ancrent pas profondément au sein de cette bicouche. Cette 
observation appuie l’hypothèse de la présence d’interactions se situant principalement à 
l'interface, au niveau de la tête polaire chargée des PL.  
Les OBP adoptent une conformation comportant une proportion plus importante d’hélices  
lorsqu’elles sont incorporées au sein d’une bicouche de PL insaturés à température ambiante. 
Ce résultat suggère que l’insertion d’OBP au sein de PL insaturés a favorisé l’adoption d’une 
conformation tridimensionnelle similaire à celle des protéines transmembranaires. Ces 
résultats sont soutenus par le fait que nous observons des perturbations dans la bicouche en 
phase cristal-liquide. Cependant, contrairement aux PL saturés dont la température de 
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transition se situe dans la plage de température étudiée, la température de transition du DOPC 
se situe vers -17°C, il nous a donc été impossible d’investiguer si les interactions DOPC-OBP 
perturbent la transition de phase de ce PL. Ce type d’information aurait pu confirmer la 
présence de liaisons hydrophobes au cœur lipidique. Cependant, la présence de DOPC n’a pas 
empêché la dénaturation des OBP lors du chauffage, suggérant que les interactions DOPC qui 
favorisent la formation d’hélices  ne sont pas assez fortes pour préserver la conformation 
initiale des protéines.  
La longueur de la chaine acyle influence la conformation des protéines. En effet, en augmentant 
la longueur de la chaîne d’AGS (DPPG vs DMPG), les OBP conservent davantage une 
structure similaire à 20 et à 80°C. Le maintien d’une structure similaire signifie que la protéine 
subit moins de changement du à la température et par conséquent, témoigne d’interactions plus 
fortes entre les AG des PL et les OBP. Ainsi, la longueur de la chaîne d’AGS au cœur des 
membranes a permis aux OBP d'adopter une conformation plus stable.  
Il est également important de souligner que les OBP ont adopté des conformations différentes 
à l'interface selon le pH de la phase aqueuse. Le pH de la solution engendre un changement 
d’état d’ionisation et donc de charges exposées par les protéines pouvant influencer les 
interactions entre les PL et les protéines (§ I-2.1.5). Il est à noter que, pour toutes les conditions, 
les OBP chargées positivement (pH 5,5) présentent légèrement plus d’hélices  et de feuillets 
 antiparallèles. Ceci peut se traduire par l’adoption de conformations différentes, simultanées 
ou non, au sein de la couche phospholipidique (§ I-3.2). Ainsi, la conformation que les OBP 
adoptent aux interfaces peut non seulement être influencée par la nature des PL, mais également 
par leur état d’ionisation. Finalement, de façon générale, aucune de ces interactions n'était 
suffisamment forte pour perturber la température de transition PL et ce, quelle que soit la nature 
des PL. 
4. Conclusion 
Ces résultats montrent que les OBP extraites du tourteau de colza sont capables d’interagir 
avec des PL purs organisés en phase lamellaire. De cette étude, il se dégage que : 
- la conformation des OBP dépend du pH de la phase aqueuse ; 
- les interactions entre les PL anioniques et les OBP sont suffisamment fortes pour 
prévenir la dénaturation des OBP ; 
CHAPITRE III : Caractérisation des interactions PL : OBP aux interfaces
    
 89 
- une chaine acyle à 16 atomes de carbone (DPPG) promeut une conformation protéique 
plus stable qu’une chaine acyle à 14 atomes de carbone (DMPG) ; 
-  la présence d’insaturation (DOPC) favorise davantage l’adoption d’hélices . 
Les OB sont normalement composés d’un mélange de PL zwitterioniques (PC, PE) et de PL 
anioniques (PI, PA) dont la majorité sont insaturés (Tableau 7). 
Cette étude spectroscopique a fourni quelques données indiquant les conditions qui 
privilégiaient les interactions PL : OBP. Il est possible que la grande stabilité physicochimique 
des OB (§ I-3.3.1) réside dans la variété d’interactions PL : protéines entre les chaines acyles 
des PL insaturés et les têtes polaires des PL anioniques. Ainsi, pour les études 
physicochimiques ultérieures, nous avons sélectionné une lécithine de colza qui contenait une 
grande proportion de PL anioniques, sachant que l’origine végétale nous assurait la présence 
d’AG insaturés (90 %) (§ I-1.2) (van Nieuwenhuyzen et Tomás, 2008). Nous avons fait 
l’hypothèse que les interactions intermoléculaires observées pourraient également avoir lieu au 
sein d’OB reconstitués et aider à la stabilisation d’émulsions alimentaires.  
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CHAPITRE IV : Formulation et 
caractérisation des émulsions H/E à base de 
PL et d’OBP issus de colza  
Plusieurs matrices alimentaires comme les vinaigrettes, les boissons végétales, la crème 
fouettée, etc. sont composées de phases dispersées (phase aqueuse et phase huileuse) qui 
exigent l’usage d’émulsifiants pour assurer leur stabilité. L’un des objectifs de cette thèse est 
de formuler des émulsions à base de tensioactifs végétaux pouvant entrer dans la composition 
d’aliments courants. Pour cela, nous avons choisi d’étudier la faisabilité de formuler des 
émulsions H/E à base de tensioactifs issus du colza, i.e. PL et OBP. Les OBP sont extraites 
comme décrits précédemment (§ III-3.1). Les PL correspondent à une lécithine de colza dont 
les critères de choix sont issus de l’étude des interactions PL : OBP (§ III-3.2). Cette étude 
passe par la détermination du ou des rapport(s) PL : OBP les plus pertinents pour l’obtention 
d’émulsions cinétiquement stables d’un point de vue physique (sur une durée de 28 jours). 
Parallèlement, il est connu que la mise en émulsion d’une huile (en l’occurrence, l’huile de 
colza riche en AG insaturés) peut modifier sa cinétique d’oxydation. L’altération oxydative de 
l’huile de colza émulsionnée est donc aussi caractérisée. 
1. Caractérisation et choix de la lécithine de colza 
Les études FTIR ont mis en évidence l’existence d’interactions préférentielles entre les OBP 
et les PL anioniques et les OBP et les PL insaturés. L’hypothèse que nous avons émise est que 
ces interactions permettraient une meilleure stabilité physique des émulsions. Nous avons donc 
recherché des lécithines de colza, déshuilées, répondant aux critères de taux de PL anioniques. 
Les lécithines étant issues de colza, la richesse en AG insaturés était assurée de fait. Deux 
lécithines ont retenu notre attention : l’une proposée par la société Caldic, l’autre par Lasenor.  
La composition en PL des deux lécithines déterminée par RMN indique que le PL majoritaire 
est la PC dans des proportions similaires (39,7% et 39,0%, pour la lécithine Caldic et Lasenor, 
respectivement) (Figure 19). La différence entre les deux lécithines se fait sur les proportions 
de PI et de PE. La lécithine de Caldic est plus riche en PE (25,9 % vs 18,3%) de sorte que la 
proportion totale de PL zwitterioniques est de 65,6% vs 57,3% pour la lécithine de Lasenor. 
Cette dernière est plus riche en PI (26,5% vs 17,8 %), elle présente ainsi la proportion totale de 
PL anioniques la plus élevée (32,0 % vs 39,9 %). Il est intéressant de noter que, par rapport 
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aux compositions de la lécithine de colza reportée dans la littérature (Tableau 2), la lécithine 
de Lasenor est très riche en PL anioniques. Par rapport à la composition en PL des OB de colza, 
la composition de la lécithine de Lasenor est proche de celle reportée par Deleu et al. (2010) 
mais est moins riche en PC celle reportée par Tzen et al. (1993) (60 % de PC). 
 
Figure 19 : Composition en phospholipides des lécithines Caldic ( ) et Lasenor ( ) 
PA : Acide phosphatidique, PC : Phosphatidylcholine, PE : Phosphatidyléthanolamine, PI : 
Phosphatidylinositol, PL : phospholipide  
La composition en AG totaux des deux lécithines, déterminée par CPG, est présentée dans la 
Figure 20 pour les grandes familles d’AG et en Annexe I pour le détail des différents AG. Les 
compositions en AG des deux lécithines sont très similaires, même si le rapport n-6/n-3 est 
légèrement supérieur pour la lécithine Lasenor (5,9 vs 4,3, Figure 20). Les compositions des 
deux lécithines sont du même ordre que celles reportées dans la littérature (Tableau 2), ce qui 
suggère que ces espèces lipidiques sont peu impactées par l’origine du colza analysé (cultivar, 
conditions de culture (sol, climat …)). 
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Figure 20 : Composition des familles d’acides gras des lécithines Caldic ( ) et Lasenor ( ) 
AGS : Acide gras saturé, AGMI : Acide gras monoinsaturé, AGPI : Acide gras polyinsaturé AGS : Acide gras 
saturé 
En conclusion, sur la base des résultats obtenus en FTIR et des analyses réalisées sur les deux 
lécithines, et selon l’hypothèse que les interactions PL : OBP pourraient conduire à une 
interface colloïdale aboutissant à des émulsions plus stables, notre choix s’est orienté vers la 
lécithine de colza de la société Lasenor pour la formulation des émulsions. 
2. Formulation des émulsions et stabilité physique 
2.1. Étude de faisabilité pour la préparation d’émulsions H/E 
Afin de réduire l’impact de la taille des gouttelettes sur les études de stabilités physique et 
chimique ainsi que sur les études nutritionnelles, un des objectifs concernant la réalisation des 
émulsions était l’obtention d’émulsions présentant des tailles de gouttelettes similaires, 
indépendamment du rapport PL : OBP utilisé dans les formulations. Nous nous sommes fixés 
comme diamètre cible 10 m. Cette taille est nettement plus importante que celle des OB natifs 
(0,5 à 2 m) (Chen et al., 2004). Néanmoins, elle a été accessible pour toutes les formulations 
avec le même procédé d’émulsification. En effet, nous avons également réalisé des émulsions 
ciblant la taille des OB natifs (diamètre 1 m), mais plusieurs formulations ont rapidement 
présenté un relargage d’huile.  
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La préparation des émulsions passe par une phase d’émulsions concentrées qui sont ensuite 
diluées pour obtenir des émulsions à 20% d’huile. Pour déterminer la taille unitaire des 
gouttelettes, les émulsions sont préalablement diluées dans une solution de SDS (0,01%) avant 
leur analyse par granulométrie laser. Ce TA est classiquement utilisé pour désagréger des amas 
éventuels de gouttelettes. La microscopie optique est utilisée pour conforter les mesures de 
granulométrie et visualiser un phénomène d’agrégation s’il existe. 
Le principe de préparation d’émulsions présentant une distribution de taille des gouttelettes 
homogène repose sur le cisaillement d’émulsions concentrées (émulsions H/E à 67,5, 70 ou 
80% d’huile, obtenues par agitation manuelle). La viscosité des émulsions concentrées se 
différentie de celles des émulsions diluées en ce sens qu’à partir d’une certaine concentration 
de la phase dispersée ( = 0,64), l’interface des gouttelettes se touche et les gouttelettes se 
déforment sous l’effet du compactage. La déformation des gouttelettes engendre un 
changement de viscosité créant des émulsions significativement plus rigides. L’augmentation 
de la rigidité de l’émulsion diminue l’énergie nécessaire pour engendrer le cisaillement et, 
donc, le fractionnement des gouttelettes d’huile (Leal-Calderon et al., 2007). 
La préparation des émulsions concentrées a donc nécessité un ajustement des conditions 
d’émulsification (Tableau 16). Les émulsions formulées avec les OBP ont été réalisées avec 
une concentration en huile inférieure (67,5 et 70 vs 80% pour les émulsions sans OBP) afin 
d’éviter leur inversion de phase. À ces concentrations, elles nécessitent un apport en énergie 
plus important pour réduire la taille des gouttelettes étant donné que la viscosité de l’émulsion 
est plus faible. Parallèlement, l’ajout de protéines peut conduire à une augmentation de la 
viscosité de la phase aqueuse et/ou la présence d’interactions PL : OBP liées à leur adsorption 
à l’interface, nécessitant un apport d’énergie supplémentaire. Cette dernière explication est 
appuyée par les résultats de l’étude de Deleu et al. (2010) : pour un même procédé de 
fabrication, c’est à dire un apport d’énergie identique, l’ajout de protéines conduit à des 
émulsions de taille plus élevée (1,44 m pour un rapport PL : OBP de 1 : 0 et 7,15 m pour un 
rapport de 1 : 2). Pour ces auteurs, ce résultat correspond à une meilleure activité émulsifiante 
des PL associée à une action synergique du mélange PL et OBP mise en évidence par des 
mesures de tensions interfaciales.  
À la lueur des résultats de FTIR, nous avons choisi de formuler les émulsions à deux pH se 
situant à des valeurs inférieures (5,5) et supérieures (7,5) du point isoélectrique des OBP du 
tourteau de colza (pI : 6,5) (Wijesundera et al., 2013b). Il n’y a pas d’influence du pH de la 
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phase aqueuse sur la taille des gouttes (c’est à dire pas de nécessité d’adapter les paramètres 
d’émulsification). Ce résultat est en adéquation avec le fait que la valeur de la pression 
interfaciale à l’équilibre est indépendante du pH et de la proportion de protéines (dans des 
rapports PL : OBP de 0,02 à 2) (Deleu et al., 2010).  
Tableau 16 : Moyenne des diamètres moyens en volume (D(4,3)) juste après fabrication correspondant à 5 
préparations d’émulsion indépendantes aux pH 5,5 et 7,5 pour différents rapports PL : OBP  
Composition Paramètres d’émulsification D[4,3] (m) 
Rapport PL : OBP  Vitesse de rotation du fouet 
(rpm) 
Temps d’émulsification 
(min) 
pH 5,5 pH 7,5 
1 : 0 1400  8 11  2 12  1 
1 : 1 1500 9 10  1 11  1 
2 : 3 1500 9 11  1 12  1 
1 : 2 1500 9 11  3 12  1 
1 : 3 1600 9 12  3 13  1 
La Figure 21 montre que les dix formulations étudiées présentent une distribution 
monodisperse et une taille de gouttes comparable aux alentours de 10 m. Le procédé de 
préparation est reproductible puisqu’il correspond à 5 préparations indépendantes d’émulsion 
(Tableau 16).  
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Figure 21 : Courbes de distribution de la taille des gouttelettes pour les émulsions à différents rapports PL : 
OBP : 1 : 0 (⎯), 1 : 1 (⎯), 2 : 3 (⎯), 1 : 2 (⎯) et 1 : 3 (⎯) à pH 5,5 (a) et 7,5 (b) 
On remarque que l’uniformité de la distribution des émulsions sans protéine (PL : OBP 1 : 0) 
se situe entre 0,26 et 0,29 contrairement aux émulsions avec OBP (1 : 1, 2 : 3, 1 : 2 et 1 : 3) qui 
elles, présentent des uniformités de distribution plus élevées allant de 0,36 à 0,42. Le fait que 
la distribution des gouttelettes des émulsions avec OBP soit moins resserrée peut s’expliquer 
par l’augmentation de la viscosité de l’émulsion de par sa concentration en huile plus faible 
(Leal-Calderon et al., 2007). Ainsi, à concentration de TA suffisante, plus la concentration en 
huile d’une émulsion H/E augmente, plus l’uniformité de la distribution diminue (Dapčević 
Hadnađev et al. (2013). 
Les clichés de microscopie confirment les résultats obtenus en granulométrie laser montrant 
une taille de gouttelettes autour du 10 m et dont la distribution est monodisperse (Figure 22). 
On note la présence de flocs pour les émulsions dont la proportion d’OBP est supérieure à celle 
des PL. Plusieurs études reportent un phénomène de floculation pour des OBP reconstitués 
(Deleu et al., 2010, Wijesundera et al., 2013b). Cependant, suivant les auteurs, la floculation 
est plus importante avec les proportions de PL croissantes (Wijesundera et al., 2013b) ou avec 
les proportions de protéines croissantes (Deleu et al., 2010). Cette discordance apparente 
suggère que d’autres paramètres que le rapport PL : OBP doivent intervenir dans le 
comportement des émulsions : la taille des gouttes (et donc la couverture interfaciale par les 
émulsifiants), la concentration en huile (10 vs 38%), la concentration des TA, la nature de 
l’huile (huile de poisson vs trioléine), la nature des PL (lécithine de soja vs lécithine de colza). 
Nos résultats sont en accord avec ceux de Deleu et al. (2010), qui ont utilisé une lécithine de 
colza de composition en PL comparable. En absence de protéine et aux pH utilisés dans notre 
étude, les PL expriment une charge globalement négative qui permet la stabilisation les 
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émulsions grâce aux répulsions électrostatiques (Moncelli et al., 1994, Wang et Wang, 2008). 
L’ajout de protéines à l’interface modifie la charge interfaciale. Par exemple, à pH 5,5, la 
présence d’oléosine à l’interface réduit la charge nette des gouttelettes de 75 mV (interface 
constituée de PL uniquement) à 7 mV (Deleu et al., 2010). Ainsi, les forces attractives entre 
protéines prédomineraient sur les forces répulsives exercées par les PL. De manière plus 
surprenante, on note la présence d’agrégats également à pH 7,5, pH qui favorise les répulsions 
électrostatiques entre protéines. En regard aux résultats de quantité de protéines adsorbées et 
de couverture interfaciale discutés ultérieurement (§ IV-2.2), la floculation peut être expliquée 
par la pression osmotique créée par la fraction d’OBP présente dans la phase aqueuse qui 
génère de la floculation par déplétion. Ce comportement est à rapprocher de celui de la caséine 
de sodium (Dickinson et Golding, 1997). L’analogie se rapporte au fait que la caséine adopte 
une conformation micellaire en phase aqueuse, et que les OBP, de par leur solubilité limitée en 
phase aqueuse, adoptent une forme agrégée en solution (Gohon et al., 2011). 
Il est à noter que le concentrât protéique d’OBP utilisé dans notre étude contient 9,8 % de 
glucides (§ III-3.1). En supposant qu’une partie de ces glucides soit des fibres, elles pourraient 
agir comme support pour la formation d’un réseau de gouttelettes pouvant contribuer à la 
stabilisation des gouttelettes lipidiques (Dickinson, 2017, Joseph et al., 2018a, Joseph et al., 
2018b). Joseph et al. (2018a) montrent que les fibres contenues dans les tourteaux de colza 
peuvent contribuer à la stabilisation des gouttelettes d’huile ; les gouttelettes venant se 
« greffer » aux fibres créant un réseau de gouttelettes tout au long de celle-ci.  
 
Figure 22 : Clichés de microscopie en contraste de phase pour les émulsions à différents rapports PL : OBP : 1:0 
(a, f), 1 : 1 (b, g), 2 : 3 (c, h), 1 : 2 (d, i) et 1 : 3 (e, j) à pH 5,5 (a-e) et pH 7,5 (f-j) 
2.2. Caractérisation de la composition interfaciale des émulsions 
La quantité de protéines adsorbées aux interfaces est déterminée de manière indirecte en dosant 
la quantité de protéines dans la phase aqueuse (§ II-5.2.3). A pH 5,5, la quasi-totalité des OBP 
CHAPITRE IV : Formulation et caractérisation des émulsions H/E à base de PL et d’OBP issus 
de colza    
 97 
(94 à 99%) présentes dans la formulation initiale des émulsions s’adsorbe à l’interface des 
gouttelettes (Figure 23). En revanche, à pH 7,5, le taux d’adsorption diminue fortement (de 40 
à 55% selon le rapport PL : OBP) (Figure 23). Ainsi, quels que soient les rapports PL : OBP 
étudiés, un pH acide favorise l’adsorption des OBP à l’interface colloïdale contrairement au 
pH neutre. 
 
Figure 23 : Proportion de protéines adsorbées aux interfaces pour les émulsions à différents rapports PL : OBP : 
1 : 1 (⎯),  2 : 3 (⎯), 1 : 2 (⎯)  et 1 : 3 (⎯) à pH 5,5 et 7,5 
Deleu et al. (2010) ont montré, grâce à des études de rhéologie interfaciale, que le module 
élastique des émulsions PL : oléosine à pH 5,5 est plus élevé qu’à pH 8,5 (un module élastique 
élevé étant associé à un film interfacial plus rigide et vraisemblablement à une meilleure 
stabilité interfaciale). Ce résultat proviendrait d’une meilleure interaction des oléosines à 
l’interface trioléine/eau quand leur charge nette est nulle, c’est à dire quand les répulsions 
électrostatiques intermoléculaires sont faibles (Deleu et al., 2010). Par ailleurs, grâce à l’étude 
de FTIR (§ III-3.2), nous avons montré qu’à pH 5,5, les OBP chargées positivement présentent 
un peu plus d’hélices  et de feuillets  antiparallèles qu’à pH neutre, suggérant l’adoption de 
conformations différentes, au sein de la couche phospholipidique selon le pH du milieu étudié. 
Par transposition de ce résultat aux émulsions, la conformation des OBP adoptée à pH acide 
permettrait l’établissement d’interactions PL : OBP qui favoriserait la formation d’une 
interface mixte, alors qu’à pH neutre, il y aurait une compétition entre PL et protéines en faveur 
des espèces lipidiques.  
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Au vu des pourcentages d’adsorption des OBP, nous avons calculé le recouvrement de 
l’interface colloïdale par les OBP (§ II-5.2.6) (Tableau 17). À pH 5,5, la surface des gouttelettes 
présente une couverture protéique comportant deux à trois fois plus d’OBP qu’à pH 7,5.  
Tableau 17 : Recouvrement interfacial des OBP pour les émulsions à différents rapports PL : OBP à pH 5,5 et 
7,5 
Composition Taux de recouvrement 
interfacial (g/m2) 
Recouvrement par les 
protéines (m2) 
Rapport PL : OBP  pH 5,5 pH 7,5 pH 5,5 pH 7,5 
1 : 0 n/a n/a n/a n/a 
1 : 1 0,033 0,017 121,3 62,0 
2 : 3 0,050 0,031 166,2 94,3 
1 : 2 0,081 0,034 254,2 118,4 
1 : 3 0,120 0,046 378,9 154,8 
n/a : non applicable     
Les valeurs de taux de recouvrement interfacial sont environ 15 fois plus importantes que celles 
retrouvées dans la littérature concernant les OB natifs, i.e. 0,0039 g de protéines/m2 d’interface 
pour les OB issus de maïs et 0,0041 g de protéines/m2 d’interface pour les OB issus de colza 
(Tzen et Huang, 1992, Ishii et al., 2017). Sur la base du taux de recouvrement des OB natifs, 
de la surface moyenne occupée par une molécule d’oléosine (environ 8,1 nm2)  (Figure 24) 
98 % de la surface des OB natifs seraient recouverts par les protéines (Tzen et Huang, 1992). 
Nos résultats de recouvrement protéique à pH 7,5 sont plus proches de ceux calculés par Deleu 
et al. (2010) pour des OB reconstitués de colza (0,038 g de protéines/m2 pour un rapport PL : 
OBP 1 :2). Deleu et al. (2010) ont montré que, selon le rapport PL:OBP, il peut exister une 
répartition non homogène des deux types de molécules suggérant la formation d’une interface 
multicouche (par complexation des PL et des OBP ou par superposition de monocouches de 
protéines) (Maget-Dana, 1999). Dans notre cas la surface développée par les gouttelettes 
d’émulsion (environ 13 m2) est très inférieure à celle développée par les protéines (Tableau 
17). Cette observation va dans le sens de l’existence d’une multicouche de protéines à 
l’interface par accumulation d’agrégats protéiques et/ou de superstition de monocouches de 
TA (§ I-2.1.4.3). Cependant, on ne peut pas exclure non plus la possibilité d’une modification 
de la conformation des protéines à l’interface, le « parapluie » des oléosines se comprimant, 
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donnant lieu à une aire interfaciale inférieure à celle des OB natifs. Néanmoins, si on calcule 
l’aire moléculaire d’une molécule d’oléosine, sous forme de monocouche, à l’interface, à pH 
5,5 on trouve 0,26 nm2. Cette surface est très petite devant les 8,1 nm2 proposés pour une 
oléosine dans un OB natif. Ainsi, nous ferons l’hypothèse que les oléosines à l’interface 
s’organisent en multicouche sans exclure une modification de leur conformation des OBP 
réduisant leur encombrement spatial par rapport aux OBP natives.  
 
Figure 24 : Représentation d'un corps lipidique de maïs. Adapté de Tzen et Huang (1992) 
2.3. Stabilité physique des émulsions à 4°C 
Les dix formulations, entreposées à 4°C, présentent des signes de crémage dès les premières 
heures de stockage (Figure 25). Ce crémage est étroitement lié à la présence des agrégats 
révélés en microscopie optique (Figure 22). Il est quantifié par un indice de crémage (§ II-
5.2.4) mesuré sur deux séries de formulations (n=2). Il est important de noter que ce crémage 
est réversible et que les gouttelettes colloïdales se redistribuent de façon homogène lors de 
l’agitation des émulsions.  
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Tableau 18 : Indice de crémage pour les émulsions à différents rapports PL : OBP à pH 5,5 et 7,5  
Composition Indice de crémage (%) 
Rapport PL : OBP  pH 5,5 pH 7,5 
1 : 0 66  2 66  2 
1 : 1 39  2 66  2 
2 : 3 35  2 66  2 
1 : 2 30  3 67  2 
1 : 3 28  3 67  2 
Quel que soit le pH, pour un rapport PL : OBP de 1 : 0, les émulsions présentent un crémage 
important et une phase aqueuse opaque. Une analyse par diffraction dynamique de la lumière 
de la phase aqueuse après crémage indique la présence d’objets de taille allant de 400 à 500 
nm. Ainsi, la présence de cette opacité dénoterait de la présence de objets de petites tailles qui 
sont d’ailleurs révélés par microscopie optique (Figure 21a et f).  
Les émulsions formulées avec des OBP à pH 5,5 (indice de crémage allant de 28 à 39%) ont 
un crémage moins important que l’émulsion avec un rapport PL : OBP de 1 : 0 (66%). La 
Figure 25 illustre également que la phase aqueuse de ces émulsions (rapports PL : OBP de 1 : 
1, 2 : 3, 1 :2 et 1 : 3 à pH 5,5) est complètement transparente suggérant qu’il n’y a plus de 
gouttelettes dans cette phase. Comme mentionné précédemment, la présence d’OBP aux 
interfaces favorise la floculation. Ce phénomène tend à augmenter la taille des amas huileux 
(par agrégation) et par conséquent, favorise le crémage (§ I-2.1.2.1). Malgré la même quantité 
d’huile présente dans les émulsions avec des rapports PL : OBP de 1 : 1 à 1 : 3 à pH 5,5, la 
couche de crème est plus importante lorsque la quantité d’OBP est plus importante. Ce résultat 
peut être expliqué par le fait que l’état d’agrégats fort limite la dynamique et les possibilités de 
réarrangement des gouttelettes. 
A pH 7,5, le comportement des émulsions est différent de celui à pH 5,5. La présence de 
protéines n’impacte pas l’indice de crémage qui est le plus important de tous (66-67%). En 
revanche la coloration de la phase aqueuse s’intensifie avec la proportion d’OBP croissante. 
Cette coloration pourrait correspondre à la fraction d’OBP non adsorbée (Figure 23) : plus la 
proportion d’OBP dans la formulation augmente, plus sa concentration en phase aqueuse 
augmente. La proportion moins importante d’OBP à l’interface, leur charge négative ainsi que 
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la différence de conformation qu’elles adoptent à l’interface peuvent expliquer que le 
compactage des gouttelettes soit plus prononcé qu’à pH 5,5.  
La conformation adoptée par les OBP à pH 5,5 favoriserait davantage les interactions PL : OBP 
que la conformation à pH 7,5. Cette conformation est directement liée à la charge que les OBP 
expriment ; des OBP chargées positivement menant à la création d’un film interfacial plus épais 
et par conséquent à une couche de crème plus épaisse et moins dense. 
 
Figure 25 : Photo illustrant le crémage des émulsions à différents rapports PL : OBP :  1 : 1,  2 : 3, 1 : 2 et 1 : 3 à 
pH 5,5 et 7,5 après 6h de stockage à 4°C 
La Figure 26a montre le suivi de la distribution de la taille des gouttelettes des émulsions sur 
une période d’un mois. Les émulsions à base de PL uniquement conservent la même taille de 
gouttelettes et la même uniformité durant cette période. Ainsi, aucune coalescence pour ces 
émulsions n’a été observée et ce, pour les deux pH étudiés. Ce résultat est en contradiction 
avec celui de Deleu et al. (2010) qui ont observé une coalescence très rapide des émulsions 
stabilisées (diamètre des gouttes 47 m) uniquement par des PL sur une période de deux 
semaines. Cependant, d’autres études montrent que la lécithine de colza peut assurer la stabilité 
physique des émulsions à 4°C et à température ambiante (Li et al., 2018, Xie et Dunford, 2017). 
La Figure 26 (b à e) montre le suivi de la distribution de la taille des gouttelettes pour une 
émulsion représentative de chaque formulation, sachant que 5 préparations indépendantes ont 
été réalisées pour chaque rapport PL : OBP. L’introduction d’OBP dans les formulations 
n’induit pas de changement significatif dans l’évolution de la taille des gouttelettes, et ce, pour 
les deux pH. Néanmoins, on note un diamètre des gouttes légèrement supérieur à pH neutre 
qui pourrait correspondre à un phénomène de coalescence. Ceci pourrait s’expliquer, en partie, 
par une couverture moindre de l’interface par les OBP. Le phénomène de coalescence à pH 7,5 
serait limité du fait de la conformation des OBP. Quel que soit le pH, pour toutes les émulsions, 
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aucun relargage d’huile n’est observé, contrairement à d’autres études (Deleu et al. 2010). En 
conclusion, bien qu’un crémage (réversible) soit observé pour les émulsions (Figure 23), nous 
considérons que la stabilité des émulsions est acceptable du fait des faibles variations de 
diamètre des gouttes.  
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Figure 26 : Suivi de la distribution moyenne des gouttelettes pour des émulsions représentatives à différents 
rapports PL : OBP : (a) 1 : 0 (⎯), (b) 1 : 1 (⎯), (c) 2 : 3 (⎯), (d) 1 : 2 (⎯)  et € 1 : 3 (⎯) à pH 5,5 (couleur) et 
7,5 (noir) sur 28 jours, à 4°C 
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2.3.1. Stabilité des émulsions à 60°C 
Afin de s’affranchir du rôle éventuel des protéines dans la phase aqueuse, nous avons limité 
les études suivantes aux émulsions avec des rapports PL : OBP de 1 : 0, 1 : 1 et 1 : 3 à pH 5,5. 
Un suivi en granulométrie des émulsions a été effectué à 60°C qui est la température à laquelle 
l’étude de stabilité oxydative a été réalisée. Il était donc important de connaitre l’évolution de 
la taille des gouttelettes pendant le temps de l’étude.  
Le suivi en granulométrie des émulsions (Figure 27) indique que toutes les émulsions 
conservent une taille comparable et stable pendant sept jours en étuve. (60°C). Les études en 
FTIR ont montré que les OBP commencent à se dénaturer vers 55°C. Le chauffage privilégie 
les hélices  et les feuillets  anti-parallèles. Ce changement de conformation ne semble pas 
avoir d’impact sur la stabilité des gouttelettes sur le temps de l’étude.  
 
Figure 27 : Valeurs de D[4,3] pour les émulsions à différents rapports PL : OBP à pH 5,5 et avec du Tween 80 
au jour 0 ( ), au jour 7 à 4°C ( ) et au jour 7 à 60°C ( ) 
3. Stabilité chimique des émulsions 
3.1. Généralités sur l’oxydation des lipides 
L’oxydation et l’hydrolyse des lipides associés, également nommées rancissement oxydatif, 
altèrent les qualités nutritionnelles des lipides par la formation de radicaux libres et de 
composés potentiellement toxiques (Ursini et al., 1998, Kanazawa et al., 2002, Petersen et 
Doorn, 2004). Les qualités organoleptiques des matrices alimentaires dans lesquelles ils sont 
incorporés se détériorent également. Le rancissement oxydatif représente ainsi un des 
problèmes technologiques les plus importants de l’industrie agroalimentaire. L’oxydation des 
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lipides est un ensemble de réactions chimiques spontanées et irréversibles qui se définit comme 
l’attaque des AG insaturés par l’oxygène de l’air (Simic et al., 1992). L’oxydation, lipidique 
peut être, selon le milieu et les initiateurs mis en jeu, le résultat de plusieurs voies 
réactionnelles : 
- l’auto-oxydation, initiée par la température, les ions métalliques ou les radicaux libres 
correspondant à des lipides déjà oxydés ; 
- la photo-oxydation initiée par les rayons UV en présence de photo-sensibilisateurs 
- l’oxydation enzymatique catalysée par le lipooxygénase et la cyclooxygénase. 
Dans ce travail de thèse, nous nous placerons dans les conditions d’auto-oxydation. 
L’oxydation des lipides est classiquement décomposée en trois étapes principales :  
- l’initiation correspondant à la formation de radicaux lipidiques libres par rupture 
homolytique d’un atome d’hydrogène adjacent à une double liaison allylique ou 
bisallylique ; 
- la propagation au cours de laquelle le radical alkyle formé pendant l’amorçage fixe très 
rapidement l’oxygène à l’état triplet et forme un radical peroxyle instable. Ce dernier 
est capable d’arracher à son tour un hydrogène d’un AG insaturé et générer un 
hydroperoxyde et un nouveau radical qui réagit à son tour avec l’oxygène de sorte que 
la séquence de réactions déjà décrite se reproduit : 
- la terminaison correspondant aux réactions générant des composés non radicalaires, ce 
qui met fin aux cycles réactionnels.  
Néanmoins, cette description de l’oxydation reste simpliste devant les voies réactionnelles qui 
pourraient être réellement impliquées (Schaich, 2012) (Figure 28).  
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Figure 28 : Schéma général de l’oxydation des lipides impliquant des réactions multiples et simultanées proposé 
par Schaich (2005) 
Parmi les différents composés d’oxydation formés, nous nous sommes focalisés sur les 
hydroperoxydes. En effet, le dosage de ces espèces caractérisé par l’IP permet de déterminer la 
qualité (« fraicheur ») des huiles. C’est le seul paramètre d’oxydation qui est retenu par le 
Codex Alimentarius. Ainsi, une huile raffinée ne doit pas dépasser le seuil d’IP de 10 
méquivalentO2/kg d'huile (FOA et OMS, 1999). Ceci dit, la quantification des hydroperoxydes 
utilise des solvants organiques (chloroforme) délétères pour l’homme et l’environnement et 
nécessite des quantités d’huile importantes (plusieurs grammes). C’est pourquoi, un certain 
nombre d’études suivent la formation des hydroperoxydes par les CD. En effet, dans le cas des 
AGPI, il existe un réarrangement électronique des doubles liaisons qui passent de la position 
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non conjuguée à la position conjuguée ce qui produit les hydroperoxydes isomères contenant 
les liaisons diéniques et triéniques (Figure 29).  
 
Figure 29 : Formation des diènes conjugués 
De nombreuses études montrent une très bonne corrélation entre l’IP et les CD (Marmesat et 
al., 2009, Shahidi et al., 1994). Néanmoins, comme il n’existe pas de valeur normative pour 
des CD nous avons dans un premier temps, établi cette corrélation pour l’huile de colza utilisée 
dans ce travail. Dans un deuxième temps, nous avons caractérisé les émulsions précédemment 
décrites vis-à-vis de leur comportement oxydatif dans des conditions de stockage accéléré 
(60°C, à l’abri de la lumière).  
3.2. Étude de l’huile de colza en phase continue 
La Figure 30 montre la corrélation entre la valeur d’IP et les CD pour l’huile de colza stockée 
en étuve à 60°C. Il est important de mentionner que l’huile de colza (avec ou sans lécithine) a 
été soumise à une agitation au fouet à 1400 rpm pour une durée de 8 minutes pour se placer 
dans les mêmes conditions de préparation que celles des émulsions. La pente de la droite 
dépend des conditions d’oxydation et de la nature de l’huile (Marmesat et al., 2009). Dans nos 
conditions, nous considèrerons que l’huile est oxydée dès lors que l’absorbance spécifique à 
233 nm est supérieure à 0,541.  
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Figure 30 : Relation entre l’indice de peroxyde et l’absorbance spécifique (densité optique à 233 nm normalisée 
par la concentration de lipides) représentative des diènes conjugués pour l’huile de colza entreposée à 60°C 
L’évolution de l’oxydation de l’huile, par mesure des CD (Figure 31), montre que l’huile en 
en phase continue commence à s’oxyder après 4 jours en conditions d’oxydation accélérée. 
Lorsque la lécithine de colza (0,5%) est ajoutée à l’huile, aucune oxydation n’est mesurée à 7 
jours. Les PL sont reconnus pour leurs propriétés antioxydantes, (Bandarra et al., 1999, Judde 
et al., 2003). En effet, les PL peuvent intercepter les radicaux libres grâce au doublet libre de 
l’azote de la PC et de la PE (Koga et Terao, 1995) et former des complexes avec les métaux 
pro-oxydants (Pop, 2011, Carter et al., 2015). La présence de concentrât protéique à une 
concentration de 1,5 % dans l’huile en phase continue permet également de ralentir l’oxydation 
de l’huile. Les propriétés antioxydantes du concentrât peuvent provenir de la présence des 
polyphénols (§ III-3.1) (Shahidi et Ambigaipalan, 2015) et des propriétés intrinsèques des 
oléosines. Bien que des propriétés antioxydantes intrinsèques aux OBP n’aient pas été 
directement reportées, plusieurs protéines ont prouvé limiter l’oxydation par leur capacité à se 
lier aux métaux et à piéger les radicaux libres (Berton-Carabin et al., 2014). 
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Figure 31 : Évolution de l’oxydation (Absorbance spécifique (densité optique à 233 nm normalisée par la 
concentration de lipides)) pour l’huile de colza en phase continue seule (⎯), en mélange avec la lécithine de 
colza (0,5%) ( ⎯ ), le concentrat protéique à 0,5% ( ⎯ ) et 1,5% ( ⎯ ) entreposés à 60°C pendant 7 jours 
3.3. Étude de l’huile de colza en émulsion 
Bien que l’oxydation des lipides dans les émulsions mette en jeu les mêmes réactions que celles 
qui se produisent en phase continue, les cinétiques d’oxydation sont différentes à cause des 
propriétés de l’interface des gouttelettes et du partage des molécules pro et antioxydantes, et 
des substrats oxydables entre les différentes phases (McClements et Decker, 2000). Il est donc 
maintenant admis que le comportement oxydatif de l’huile en phase continue et en émulsion 
est différent (Berton, 2011). Selon les formulations utilisées, la mise en émulsion favorise (Tan 
et Nakajima, 2005, McClements et Decker, 2000, Berton-Carabin et al., 2014) ou ralentit 
(Belhaj et al., 2010, Zou et Akoh, 2013, Galan et al., 2016) les réactions d’oxydation. Dans 
tous les cas, les études mettent en évidence l’influence des facteurs suivants :  
- la nature de la phase grasse : proportion d’AG insaturés, position des AG sur le 
squelette glycérol, présence de composés mineurs ; 
- la composition de la phase aqueuse : protéines non adsorbées, polysaccharides ; 
- de la structure interfaciale étroitement liée à sa composition en tensioactifs ; 
- la fraction volumique en huile. 
La Figure 32 montre l’évolution oxydative des différentes formulations sur 7 jours. De manière 
générale, l’émulsification de l’huile de colza : 1) n’augmente pas de manière significative la 
teneur en CD suggérant que le procédé d’émulsification en soi n’oxyde pas l’huile et 2) favorise 
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son oxydation, quelles que soient les formulations considérées puisque les CD augmentent plus 
rapidement pour l’huile émulsifiée que pour l’huile en phase continue. Ce dernier phénomène 
peut être expliqué par l’augmentation de l’aire interfaciale ; une plus grande aire interfaciale 
procure une plus grande surface de contact qui favorise le contact avec les molécules 
prooxydantes, dont l’oxygène (Berton-Carabin et al., 2014). L’huile de colza stabilisée par du 
Tween 80 présente la plus forte oxydation. Par rapport au Tween 80, on retrouve le rôle 
antioxydant de la lécithine comme cela a été observé pour d’autres émulsions (Uluata et al., 
2015, Haahr et Jacobsen, 2008). La présence d’OBP dans les formulations (rapports PL : OBP 
1 : 1 et 1 : 3) permet de retarder encore davantage l’oxydation de l’huile de colza par rapport à 
l’émulsion à base de PL seuls : l’oxydation est d’autant plus ralentie que la quantité d’OBP est 
importante. Les propriétés antioxydantes des OBP sont telles qu’au jour 7, l’émulsion avec un 
rapport PL : OBP de 1 : 3 est moins oxydée que l’huile de colza non émulsifiée. D’une part, 
les propriétés antioxydantes intrinsèques des polyphénols et des protéines qui s’additionnent à 
celles des PL peuvent être à l’origine de cette protection. D’autre part, si on admet que les 
oléosines s’organisent en multicouche à l’interface, cela pourrait agir comme un écran 
physique face à la diffusion de l’oxygène, des espèces radicalaires et des molécules 
prooxydantes (Gray et al., 2010, Wijesundera et al., 2013b). Cette barrière pourrait être 
renforcée par les interactions entre les PL et les oléosines à l’interface (Garcia-Moreno et al., 
2014). En effet, l’oléosine extraite du tourteau de colza, combinée avec de la lécithine de 
tournesol, permet une meilleure protection contre l’oxydation qu’un mélange d’isolat de 
protéines de colza (majoritairement composé de cruciférine et de napine) et de cette même 
lécithine (Wijesundera et al., 2013b). 
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Figure 32 : Évolution de l’oxydation (Absorbance spécifique(densité optique à 233 nm normalisée par la 
concentration de lipides)) pour l’huile de colza en phase continue (⎯), le mélange d’huile de colza et de 
lécithine en phase continue ( ⎯ ), l’émulsion stabilisée par du Tween 80 (⎯), les émulsions à différents 
rapports PL : OBP 1 : 0 (⎯), 1 : 1 (⎯) et 1 : 3(⎯), les mélanges d’huile de colza et d’OBP en phase continue 
0,5% ( ⎯ ) et 1,5% ( ⎯ ) entreposées à 60°C pendant 7 jours 
4. Conclusion  
Nous avons montré que la composition interfaciale influence la réalisation et la stabilité 
physicochimique des émulsions à base de coproduits issus du colza. Le choix d’une lécithine 
riche en PL anioniques et la préparation des émulsions à deux pH positionnés de part et d’autre 
du pH isoélectrique des oléosines nous a permis de moduler les interactions PL : OBP. Ces 
interactions influencent la quantité d’OBP adsorbées à l’interface et la stabilité physique des 
émulsions avec un crémage marqué pour les émulsions riches en protéines. La synergie PL : 
oléosine à l’interface semble être un facteur décisif pour ralentir l’oxydation de l’huile de colza 
émulsifiée. Ainsi, malgré la déstabilisation des émulsions par crémage, le fait que la 
coalescence des gouttes soit limitée et l’oxydation des lipides émulsionnés ralentie, permet 
d’envisager l’utilisation de ces émulsions dans une étude de bioaccessibilité . 
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CHAPITRE V : Influence de la composition 
de l’interface des émulsions sur la 
bioaccessibilité des lipides in vivo chez le rat 
La digestion des lipides est un ensemble complexe de processus physicochimiques visant à 
rendre absorbables par les entérocytes des molécules initialement de grande taille et 
hydrophobes. La digestion des TAG commence dans l’estomac alors qu’ils sont mélangés aux 
sécrétions gastriques. Grâce au brassage mécanique (émulsification pylorique), il y a formation 
de gouttelettes dont l’interface est stabilisée par des molécules amphiphiles à savoir les 
émulsifiants alimentaires et les produits de la lipolyse gastrique (Armand, 1998). On assiste à 
ce niveau à une hydrolyse partielle des TAG alimentaires (10-30 %) par la lipase gastrique 
produisant des AG libres (AGL), des MAG et des DAG aux propriétés tensioactives (Wilde et 
Chu, 2011). Contrairement à la lipase pancréatique, l’activité de la lipase gastrique n’est pas 
inhibée par la présence de sels biliaires (Lengsfeld et al., 2005) et est peu influencée par la 
présence de PL (Embleton et Pouton, 1997). Au niveau du duodénum, le contenu gastrique 
entre ensuite en contact avec la bile et le suc pancréatique contenant des sels biliaires, des PL, 
de la colipase et de la lipase pancréatique. Les sels biliaires et les PL participent à la création 
et/ou au maintien d’une interface lipides/eau nécessaire à l’adsorption de la lipase pancréatique 
(Wickham et al., 1998). L’hydrolyse des TAG requiert l’intervention de la colipase, protéine 
qui lève l’effet inhibiteur des sels biliaires et qui permet à la lipase pancréatique de s’adsorber 
à l’interface lipides/eau où elle est activée. L’hydrolyse des TAG génère deux AGL et un 2-
MAG du fait de la stéréospécificité de l’enzyme (Wilde et Chu, 2011, Desnuelle, 1961). La 
digestion des PL, quant à eux, se fait grâce à la phospholipase A2 pancréatique qui hydrolyse 
les PL, libérant un AGL et un lysophopholipide (Hanahan, 1997, Wilton, 2008). Les sels 
biliaires assurent la solubilisation des produits issus de l’hydrolyse des TAG et des PL dans 
des micelles mixtes (Wickham et al., 1998). Ces dernières permettent d’augmenter la quantité 
de lipides présents au niveau des entérocytes en assurant leur transport à travers la couche d’eau 
non agitée (Shiau et al., 1985). Une fois au niveau de la membrane des entérocytes, les micelles 
se dissocient et libèrent les AGL et les 2-MAG qui traversent la membrane apicale, soit par 
diffusion passive, soit à l’aide de transporteurs protéiques (Vors, 2012, Shi et Burn, 2004, Petit 
et al., 2007) (Figure 33).  
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Arrivés dans les entérocytes, les AG s’associent aux transporteurs cytosoliques (Intestinal Fatty 
Acid Binding Proteins) qui assurent le trafic cellulaire (Hsu et Storch, 1996) et dirigent les AG 
vers le réticulum endoplasmique notamment pour resynthétiser les TAG. Cette synthèse se 
réalise selon deux voies différentes : la voie des 2-MAG (favorisée en période postprandiale) 
et la voie de l’acide phosphatidique (favorisée en période interprandiale ou de jeûne) (Mattson 
et Volpenhein, 1964, Johnston et Rao, 1967). Les lipides synthétisés s’associent à l’apo B48 
au niveau du réticulum endoplasmique lisse et forment les chylomicrons (Anant et Davidson, 
2001). Ces structures supramoléculaires sont ensuite enrichies en lipides (TAG, esters de 
cholestérol, vitamines, PL) au niveau de l’appareil de Golgi (Hussain, 2014, Cartwright et al., 
2000). La protéine microsomale de transfert des TAG assure l’assemblage, la translocation au 
sein du réticulum endoplasmique et la sécrétion des lipoprotéines riches en TAG (Lagrost et 
al., 2003). Les chylomicrons finissent par fusionner avec la membrane basolatérale 
entérocytaire et rejoignent la circulation lymphatique par exocytose.  
 
Figure 33  Représentation schématique du captage et du devenir intra-entérocytaire des acides gras  
ACBP : Acyl -CoA-binding protein, ACS : Acyl-CoA synthétases, AG : Acide gras, AGH :Acides gras protoné, 
EC : Esters de cholestérol, FABPpm : plasma membrane fatty acid-binding protein, FAT/CD36: fatty acid 
transporter, FATP4 : fatty acid transport protein 4, I -FABP : intestinal fatty acid-binding protein, L-FABP : 
Liver fatty acid-binding protein, MTP : Microsomal triglyceride transfer protein, PL : Phospholipide, TAG : 
Triacylglycéride (Petit et al., 2007) 
CHAPITRE V : Influence de la composition de l’interface des émulsions sur la bioaccessibilité 
des lipides in vivo chez le rat 
 114 
La biodisponibilité des lipides correspond à la fraction lipidique assimilée et pouvant être 
utilisée par l’organisme. L’ensemble des étapes impliquées dans la cascade métabolique 
régularise cette fraction et influence la quantité disponible dans les différents compartiments. 
La bioaccessibilité correspond à la première phase de cette cinétique et fait référence à la 
portion lipidique qui est hydrolysée, solubilisée, absorbée, transportée, resynthétisée dans les 
entérocytes et relarguée dans la circulation systémique (McClements et al., 2009).  
Lorsqu’on analyse les différents processus impliqués dans les premières étapes de la digestion 
(émulsification, hydrolyse des TAG par les lipases, solubilisation des produits d’hydrolyse 
dans les micelles mixtes), on conçoit aisément que la bioaccessibilité des lipides est influencée 
par un certain nombre de paramètres (Michalski et al., 2017, Hur et al., 2009, McClements et 
Li, 2010, Golding et Wooster, 2010) : 
- la forme chimique des AG. De nombreuses études étudient l’influence des formes libres 
ou estérifiées (esters éthyliques et méthyliques, DAG, TAG, PL…) sur leur 
biodisponibilité (Amate et al., 2001, Ramirez et al., 2001). De même, la position de 
l’AG sur le squelette glycérol et la nature de cet AG (longueur de chaîne et degré 
d’insaturation) modulent aussi la digestibilité des lipides (Ramirez et al., 2001, 
Couedelo et al., 2012). L’influence de ces paramètres repose notamment sur la 
spécificité des enzymes digestives ; 
- Contrairement à la plupart des enzymes qui agissent en phase aqueuse, les lipases 
agissent en milieu hétérogène, à l'interface lipide/eau, où elles s'y adsorbent. Il en 
résulte que l’activité de ces enzymes dépend autant de la "qualité" de cette interface 
que des paramètres plus classiques tels que le pH ou la force ionique du milieu. Des 
revues récentes recensent les principales études montrant comment la composition, la 
structure et les propriétés de l’émulsion peuvent influencer la digestion des lipides qui 
la constituent (Golding et Wooster, 2010, McClements et Li, 2010, Hur et al., 2011). 
Pour améliorer la digestion des TAG, il est donc possible d’intervenir sur différents paramètres 
caractérisant les émulsions : 
- la taille des globules gras. Des études in vitro montrent que la granulométrie des 
émulsions gouverne la fixation à l’interface lipidique puis l’activité des lipases 
gastrique (Borel et al., 1994) et pancréatique (Armand, 1998). Ainsi, chez le rat, une 
émulsion fine (0,6 µm) est deux fois plus vite hydrolysée dans l’estomac et le 
duodénum qu’une émulsion grossière (22 µm) (Borel et al., 1994). Des aspirats 
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gastriques, recueillis 4 heures après digestion, montrent que, chez l’Homme, la lipolyse 
gastrique d’une émulsion fine (0,7 µm) est supérieure (36%) à celle d’une émulsion 
grossière de 10 µm (16%). Toutefois, le pic d’absorption des TAG plasmatiques est 
retardé d’une heure avec l’émulsion fine comparativement à celui de l’émulsion 
grossière (Armand et al., 1999) ; 
- la nature des tensioactifs utilisés pour stabiliser l’interface huile/eau. De façon générale, 
la diminution de la chaine aliphatique des EFPM tend à augmenter la biodisponibilité 
des lipides émulsionnés au sein d’une même famille de TA (Tween, Span, etc.) 
(Speranza et al., 2013). Parmi ces EFPM, les interfaces stabilisées par des PL favorisent 
l’activité catalytique de la lipase et la sécrétion entérocytaire des TAG 
comparativement aux systèmes stabilisés par le caséinate de sodium (Vors et al., 2012). 
Couedelo et al. (2015) démontrent également que l’activité des lipases gastrique et 
intestinale in vitro ainsi que la bioaccessibilité des AG in vivo sont favorisées en 
présence de PL plutôt qu’en présence de Tween 80 et de caséinate de sodium. L'impact 
de protéines, utilisées comme émulsifiants, sur la digestion est moins clair puisque 
plusieurs résultats contradictoires sont publiés. D’une part, lors d’études in vitro, la 
présence de TA protéiques favorise l’adsorption des lipases digestives et leur activité 
hydrolytique par rapport à des EFPM (Mun et al., 2007). D’autre part, l’usage de TA 
protéiques laitiers, comme la caséine ou les protéines du lactosérum, ralentit la 
digestion des lipides par rapport aux émulsions stabilisées par les EFPM (Michalski et 
al., 2005, Keogh et al., 2011, Couedelo et al., 2015, Nassra et al., 2018) ; 
- la stabilité des émulsions. Les variations de pH entre l’estomac et l’intestin peuvent 
déstabiliser les systèmes colloïdaux via des phénomènes de floculation/coalescence 
aboutissant à une disparition plus ou moins totale de l’interface initiale. Il a été montré 
qu’une émulsion stable physiquement à pH acide est associée, chez l’Homme, à une 
vidange gastrique plus lente et une absorption plasmatique des lipides plus rapide que 
lorsqu’une émulsion instable est utilisée (Goetze et al., 2007, Marciani et al., 2007, Li 
et al., 2012). La corrélation entre les résultats des études in vitro et ceux des études in 
vivo est parfois difficile à mettre en évidence (Van de Wiele et al., 2007). Néanmoins, 
la réalisation d’études in vitro dans des conditions mimant celles du tractus 
gastrointestinal peut permettre une meilleure compréhension des résultats obtenus lors 
des études in vivo.  
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C’est dans ce contexte que se situe notre étude qui vise donc à : 
i) Définir l’impact de la composition interfaciale, à l’aide de différents rapports PL : 
OBP sur la stabilité physique des émulsions exposées à des variations de pH mimant 
celles du tractus gastrointestinal ; 
ii) Caractériser l’impact de la composition interfaciale sur l’activité in vitro de la lipase 
pancréatique ; 
iii) Déterminer l’impact de la formulation des émulsions sur l’absorption des AG chez 
le rat par une analyse des lipides lymphatiques. 
1. Étude de bioaccessibilité de l’huile de colza émulsifiée in vitro et 
in vivo  
Ce travail fera l’objet d’une publication dans un journal à comité de lecture et est présenté ci-
après. La publication reprend une partie des résultats de formulation et de stabilité décrits 
précédemment et qui ne seront pas discutés ci-après. 
1.1. Résumé de l’article  en français 
Nous avons préparé et caractérisé des émulsions avec différents rapports phospholipides (PL) : 
protéines du corps lipidique (OBP) issus du colza. Quel que soit le rapport PL : OBP étudié, 
les émulsions présentent une phénomène de crémage au cours du temps mais sans coalescence 
des gouttes. Par ailleurs, le rapport PL : OBP le plus élevé étudié (1 : 3) favorise la stabilité 
oxydative de l’huile de colza encapsulée. Les études in vitro dans des milieux simulant le 
milieu gastro-intestinal ont montré que les émulsions conservent une interface lors de 
l’acidification du milieu, malgré une floculation marquée pour les émulsions riches en 
protéines. La présence d’OBP à l’interface stimule l’activité de la lipase pancréatique in vitro. 
Ces résultats sont concordants avec l’étude in vivo chez le rat qui montre une meilleure 
bioaccessibilité lymphatique des AG totaux pour l’émulsion émulsionnée avec des OBP. Dans 
l’ensemble, cette étude montre l’importance de la composition de l’interface et plus 
précisément des interactions PL : OBP dans le comportement physicochimique des émulsions 
et le devenir métabolique des lipides. 
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2. Emulsions based on oil bodies proteins and phospholipids. In 
vitro and in vivo studies, Christine Bourgeois, Leslie Couëdelo, 
Muriel Subirade et Maud Cansell. 
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Abstract 
Emulsions were formulated with different ratios of phospholipids (PL) and proteins (OBP) 
extracted from rapeseed oil bodies (OB) in order to get oil droplets with an average size of 10 
m. Irrespectively of the studied PL:OBP ratio, a creaming phenomenon was observed with 
time, without any coalescence process. Interestingly, the emulsion with a PL:OBP of 1:3 
protected rapeseed oil from oxidation, when stored at 60°C. Emulsion characterization in 
conditions that mimic those of the gastrointestinal tract showed that the oil/water interface was 
preserved upon acidification, although flocculation was observed for emulsions with high OBP 
proportions. This flocculation vanished after neutralisation in the intestinal conditions. The 
presence of OBP at the interface favoured pancreatic lipase activity. The bioavailability of fatty 
acids from rapeseed oil in emulsified forms versus a non-emulsified form was investigated in 
thoracic lymph duct-cannulated rats. Oil emulsification tended to increase total fatty acid 
concentration in lymph when the emulsion was only formulated with PL, but significantly 
favoured the extent of fatty acid recovery when PL were associated with OBP in the 
formulation (28.7 mg /ml for rats fed emulsion v. 16.1 mg /ml for rats fed oil; P<0·05). This 
result could result, at least partly, from an increased in vitro lipase activity for emulsion based 
on PL and OBP.  
Keywords: 
oil bodies, phospholipids, bioavailability, emulsion, stability 
Abbreviations: 
FA, fatty acid, OB, oil bodies, OBP, oil body proteins; O/W emulsions, oil-in-water emulsions; 
PL, phospholipids; TAG, triacylglycerides; 
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Introduction 
Nowadays, two main issues are questioned concerning lipid nutrition. The first one concerns 
lipid bioavailability and the different parameters of influence. The second one deals with lipid 
formulation and the research of clean label emulsifiers. These two issues are linked. Indeed, 
among the factors influencing lipid bioavailability, emulsification appears of major concern. 
Recent reviews reported how the formulation (type of lipids, nature of the emulsifiers) and the 
structure (interfacial properties, microstructure, droplet size) of emulsions influence lipid 
digestion (Hur et al., 2009, McClements et Li, 2010, Golding et Wooster, 2010, Michalski et 
al., 2013). One main reason explaining a better lipid bioavailability with emulsions accounts 
for lipases that act at the oil/water (O/W) interface where they need to adsorb prior to 
hydrolysis. Thus, all interface parameters such as the area available or the interface 
composition that can modulate the lipase adsorption and lipid catalysis have to be considered. 
Preliminary emulsification of lipids and small droplet size have been shown to favour the lipid 
digestion in vitro (Salvia-Trujillo et al., 2013) and in vivo both in animal models (Couedelo et 
al., 2011) and in human (Armand et al., 1999, Salvia-Trujillo et al., 2013, Tan et al., 2016). 
Concerning the interfacial composition, phospholipids (PL) have demonstrated to increase 
fatty acid (FA) bioaccessibility compared with Tween 80 (Couedelo et al., 2015) and caseins 
(Couedelo et al., 2015, Vors et al., 2012). The impact of the type of proteins used as emulsifiers 
on lipid digestion is unclear. Protein-stabilized emulsions favoured the adsorption of the 
digestive lipases and their hydrolytic activity compared with synthetic emulsifiers (Mun et al., 
2007). In contrast, synthetic emulsifiers such as Tween 80 and sodium stearoyl lactylate tended 
to increase the FA bioaccessibility compared with protein-stabilized emulsions (Couedelo et 
al., 2015, Nassra et al., 2018, White et al., 2009). Along with these studies, the use of synthetic 
emulsifiers has to be questioned. The exposure to some commonly used emulsifiers, such as 
Tween 80 and carboxymethylcellulose, is correlated to changes in the gastrointestinal tract 
structures and functionality leading to serious pathologies (Chassaing et al., 2015, Csaki, 2011, 
Schippa et Conte, 2014). It thus seems important to substitute these synthetic additives with 
natural ones to ensure the consumer health. In this regard, PL that are found in lecithins appear 
to be good candidates because of their natural character. However, since they confer poor 
emulsion stabilization, they are rarely used alone. 
Oil bodies (OB) are natural spherical organelles of 0.5 to 2 m that store the lipids necessary 
for the germination of plant seeds (Tzen, 2012, Tzen et al., 1993, Chen et al., 2014). The 
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interface of these structures is composed of a PL monolayer covered by proteins, among which 
oleosins represent 75-90% of the total proteins (Zhao et al., 2016, Jolivet et al., 2009). Oleosins 
from canola are small proteins (15 to 23 kDa) with three structural domains: an amphiphilic N-
terminal domain and a hydrophilic C-terminal domain, both located at the surface of the OB 
(Jolivet et al., 2009, Maurer et al., 2013) and joined by a long hydrophobic segment (8 kDa) 
embedded in the lipid core (Nikiforidis et al., 2013). Several studies mimicking the OB 
supramolecular structure showed that the combination of both PL and OB protein (OBP) is 
decisive for the physicochemical stabilization of oil-in-water (O/W) emulsions (Deleu et al., 
2010, Rayner, 2015, Wijesundera et al., 2013b). However, only few works dealt with OB and 
lipid bioavailability. Native OB extracted from whole grains and nuts showed a decreased in 
vitro digestibility (Gallier and Singh, 2012, Beisson et al., 2001, White et al., 2009) and in vivo 
lipid bioaccessibility (Gallier et al., 2017) notably because the PL/proteins coat slowed down 
lipid hydrolysis. When reconstituted OB were used, they increased cyclosporine A (Chen et 
al., 2005) and curcumin (Chang et al., 2013) bioaccessibility in blood rats. However, to our 
knowledge, no study investigated the FA bioaccessibility using reconstituted OB. 
In this context, we intend to formulate OB only from canola oil and by-products (PL and OBP). 
We choose the PL composition of the lecithin on the basis of preferential interactions between 
anionic PL and OBP (Bourgeois et al., 2018). OB proteins were extracted from canola meal 
and showed that oleosin was the major protein (Bourgeois et al., 2018). Different PL:OBP 
ratios were assayed for the emulsion formulation. Emulsion stability was investigated notably 
in gastrointestinal like conditions. Overall, the objective of this study was to formulate 100% 
vegetable emulsions based on by-product ingredients for a better understanding of the emulsion 
behaviour and, especially, of emulsion interface composition on FA bioavailability in in vivo 
studies on rats.  
Materials and Methods  
Materials  
The canola meal was kindly offered by Bungee Canada (Oakville, ON). Canola lecithin 
(Semilec) was kindly offered by Lasenor (Spain). Canola oil (Rustica) was supplied by a local 
shop (Pessac, France). The FA composition of the oil and of the lecithin was determined by 
gas chromatography (GC). Canola lecithin phospholipid profile was also characterized by 31P 
nuclear magnetic resonance as previously described by Cansell et al. (2017b). The canola oil 
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and lecithin compositions are reported in Table 1. Porcine pancreatic extract and internal 
standards for GC, 1,2-dipentadecanoyl-sn-glycero-3-phosphatidylcholine (PC 15:0), 1,2,3-
triheptadecanoyl-sn-glycerol (TG 17:0), were purchased from Sigma Aldrich (France). All the 
solvents were of analytical grade and purchased from Carlo Erba (Peypin, France) or from 
Sigma Aldrich (France).  
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Table 1:  Phospholipid and fatty acid composition for canola lecithin and canola oil 
 Canola lecithin Canola oil  
Phospholipid composition (%)   
Phosphatidylcholine 39 n/a 
Phosphatidylethanolamine 27 n/a 
Phosphatidylinositol 18 n/a 
Phosphatidic acid 13 n/a 
Other phospholipids 3 n/a 
Fatty acid composition (%)   
16:0 8 4 
18:0 2 2 
18:1 49 65 
18:2 31 19 
18:3 5 7 
20 : 4 < 1 < 1 
Other FA 4 3 
n/a : non applicable 
Oil bodies protein extraction 
OBP were extracted from canola meal according to the procedure described by Bourgeois et 
al. (2018). Briefly, the extraction was obtained by isoelectric point precipitation using a basic 
aqueous solution (pH 12). After centrifugation, the supernatant was collected, and the pH 
adjusted to 6.5. A second centrifugation allowed the recovery of a precipitate. The extract 
contained 87% of proteins as measured by Dumas method (AOAC 992.23) (Horwitz et 
Latimer, 2005). Oleosin was the major protein as observed by Laemmli SDS-PAGE gel 
(Bourgeois et al., 2018). Total polyphenol concentration was determined according to the 
method of Singleton et al. (1999) by using the Folin-Ciocalteau’s phenol reagent (Sigma 
Aldrich,France). The extinction was measured at 750 nm. Gallic acid (Sigma Aldrich, France) 
served as a standard for preparing the calibration curve. The polyphenol concentration in the 
protein extract was found equal to 17.7 meq GAE/g of OBP. 
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Emulsion formulation and characterization 
Coarse O/W emulsions were prepared with a whip developed in the laboratory, motorized with 
a rotary device (IKA, Staufen, Germany). PL were dissolved beforehand in canola oil (4.2 % 
w/w) and the solution was gradually incorporated with a separating funnel in the aqueous phase 
(deionized water) containing or not OBP. The protein solution was adjusted at pH 5.5. Coarse 
emulsions were prepared with various PL:OBP ratios (1:0, 1:1 and 1:3). The emulsions were 
diluted with an aqueous phase to reach a final oil concentration of 20% w/w and the pH was 
readjusted at 5.5. Emulsions were stored at 4 °C until use. Emulsion preparation was repeated 
five times.  
The quantification of proteins adsorbed at the interface was determined indirectly by means of 
a Bradford protein assay on the continuous phase of the emulsion (Bradford, 1976). After 
centrifugation (1000 g, 5 minutes), a volume of aqueous phase was collected, put in contact 
with the Bradford reactive (Bio-Rad, France) and read at 595 nm. Interfacial protein coverage 
was calculated using the OBP mass adsorbed, the surface-averaged diameter (D [3,2]) 
determined using static light-scattering measurement, and the volume of oil in the emulsion.  
Emulsion droplet morphology was characterized using an Olympus BX51 microscope 
equipped with a phase-contrast device (Zeiss, Germany) and a digital color camera (Leica, 
2576 X 1932-pixel resolution). Volume-weighted averaged diameter (D[4,3]) was determined 
by static light-scattering data transformation using a Mastersizer 2000 granulometer (Malvern 
Instruments S.A., USA). Physical characterization was performed at 4 °C for 28 days and at 
60 °C for 7 days.  
Lipid oxidation was assessed by the measurements of conjugated dienes produced in the early 
stages of the lipid oxidation process (Schaich, 2005). Lipid extraction from the different 
emulsions, stored at 60 °C, for 7 days, was performed using a solvent composed of 
hexane/isooctane (3/1 v/v) as described in (Berton et al., 2011). After mixing and centrifugation 
(2000 g for 5 minutes, Aventi J-301 Centrifuge, Beckman Coulter, USA), the supernatant was 
dried and stored à -18 °C until analysis. Conjugated diene concentration was deduced from 
optical density (OD) measurements at 233 nm, as described in (Dridi et al., 2016), using a 
Hitachi (U-2810) double beam spectrophotometer and a 1 cm thick quartz cell. Pre-weighted 
oil was dissolved in hexane to a final lipid concentration that ensured an absorbance 
measurement in the spectrophotometer linear range, so that OD was simply proportional to the 
conjugated diene concentration according to the Beer-Lambert’s law. In order to take into 
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account the dilution factor imposed by the measuring conditions, the OD measured at 233 nm 
was normalized by the mass of lipids (mg) per unit volume of solution (mL) (Dridi et al., 2016). 
The behaviour of the emulsions in conditions mimicking the gastrointestinal tract was assessed 
by placing the samples in acidic conditions (pH 1.5) using 5 M HCl solution from 0 to 3 h, at 
37 °C in a thermostatic bath, under constant stirring. Then, the samples were neutralized by 
addition of 1 M NaOH solution to reach pH 7.5. After 30 minutes, the droplet diameter was 
measured and the emulsion was observed by optical microscopy. The protocol to follow lipid 
hydrolysis by pancreatic lipase was adapted from Couedelo et al. (2011) The enzymatic 
kinetics was monitored using a pH-stat (Titroline alpha Plus TA10 plus, SCHOTT Instrument, 
Germany). Experiments were performed at 37 °C in a thermostated bath. Experiments were 
conducted by mixing 10 mL of emulsion, 10 mL of distilled water and 2 mL of CaCl2 solution 
(60 wt.%). The suspensions were adjusted to pH 8 automatically, using a 0.5 M NaOH solution. 
Then, 1 mL of pancreatic extract (1 mg/mL) was added to the reaction medium. Lipase activity 
was calculated from the initial slope of the titration curve and expressed as milliequivalents of 
FA released per min and per g of enzyme extract (mEq/min/g of enzyme). Enzyme 
concentrations were chosen to ensure substrate-saturating conditions. Lipase activities were 
determined at least on three different preparations for the three formulations (PL:OBP of 1:0, 
1:1, and 1:3). 
Animals and surgical procedures  
In vivo experiments were performed by lipid intragastric injection into rats according to the 
protocol described in Couedelo et al. (2015). Male Wistar rats (8 weeks old, body weight 300-
350 g) were obtained from Elevage JANVIER (Saint-Berthevin, France) and were randomly 
assigned to one of the dietary groups, i.e. canola oil in bulk phase or emulsified with PL:OBP 
ratios of 1:0 and 1:3. All experiments were carried out in compliance with the local ethics 
committee in Bordeaux, France (record no 2017031014448864). Rats were treated in 
accordance with the European Communities Council Guidelines for the Care and Use of 
Laboratory Animals (2010/63/EU). All experiments conformed to the Guidelines for the 
Handling and Training of Laboratory Animals. Briefly, rats were housed for at least 3 days 
before the experiment in a controlled environment, with constant temperature and humidity 
with free water and food access. Rats were fed a fat-free diet (SAFE, Epinay, France) with free 
access to water 24 h before the surgery. Lymph collection was performed using a polyethylene 
catheter (i.d. 0.86 mm, o.d. 1.27 mm, Biotrol, Paris, France) inserted into the main mesenteric 
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lymph duct (Bollman et al., 1948). After surgery, rats were placed in individual restraining 
cages, in a warm environment with tap water freely available. A few hours latter, 0.4 mL of 
canola oil, either as bulk oil or O/W emulsion, were administered through a gastric feeding 
tube, followed by 0.5ml of water. Lymph was collected at during the 24 h following the 
feeding.  
Fatty acid analysis of lymph total lipids  
The FA of total lipids in lymph were transmethylated according to the method of Lepage et 
Roy (1986). TG 17:0 was added as an internal standard for FA quantification. Fatty acid methyl 
esters were analyzed by GC on a BPX 70 capillary column (60-m long, 0.25-µm film, 0.25-
mm i.d., SGE, hydrogen as a carrier gas, the split ratio of 1:80). The GC system consisted of a 
gas chromatograph Focus GS (Thermofinnigan, Courtaboeuf, France) equipped with a flame 
ionization detector maintained at 250 °C. The injector temperature was 250 °C. The column 
temperature was increased from 150 °C to 200 °C (1.3 °C/min), maintained at 200 °C for 20 
minutes, increased from 200 °C to 235 °C (10 °C/min), and held at 235 °C for 20 minutes. Data 
handling was performed by Chromquest software (Thermofinnigan, Courtaboeuf, France). FA 
methyl esters from Sigma Aldrich (France) of known composition were used as standards for 
column calibration. The variation in peak area between injections was less than 2%.  
Statistical analysis 
Unless otherwise stated, volume-weighted averaged diameter and conjugated diene 
measurements, and lipase activity experiments were performed in triplicate. Values are means 
 SD. In vivo experiments were performed on 6 rats for each formulation. Data are presented 
as means  SD. Data were analyzed by a one-way ANOVA and a Fisher’s least significant 
difference test (LSD) with the version 9.0 of SAS software. Data are considered significantly 
different when p < 0.05. 
Results  
The quantification of protein in the aqueous phase indicated that, for the two PL:OBP ratios 
used, i.e. 1:1 or 1:3, 95-98% of the proteins were adsorbed at the oil/water interface. Emulsions 
were characterized in terms of droplet size distribution. The emulsification process parameters 
were adjusted in order to get mean diameter of the lipid droplets around 10 µm, irrespectively 
the PL:OBP ratio (Table 2).  
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Table 2 : Droplet size of emulsions based on different PL:OBP ratios, just after preparation and stored in different conditions  
Droplet mean diameter  
(D(4,3) in m) 
PL:OBP1 
1:0 1:1 1:3 
Just after preparation2 11  2a 10  1a 12  3a 
After 28 days at 4 °C 12  2a 13  3a 14  2a 
After 7 days at 60 °C 11  1a 13  1a 12  2a 
Just after dilution at pH 1.5 13  1a 12  2a 12  2a 
After 3 h at pH 1.5 and 37 °C 14  2a 35  10b 11  2a 
After 30 min at pH 7.5 and 37 °C3 14  3a 34  10b 12  1a 
1PL:OBP ratio used for the emulsion formulations. Values are expressed as mean ± SD, n=3 at least 
2Emulsions were prepared at pH 5.5 
3An acidification step of 3 h at pH 1.5 was applied previously to neutralization 
Mean values within a row with unlike superscript letters were significantly different (P<0.05). 
Optical microscopy observations confirmed these mean diameters (Fig. 1(a-c)) and pointed out 
a slight droplet flocculation for the higher protein content (PL:OBP ratio of 1:3). All emulsions 
showed no significant droplet coalescence nor oil release over a month of storage at 4 °C and 
over a week at 60 °C. However, for all emulsions, a creaming phenomenon was observed (Fig. 
2). The creaming value, determined on the basis of the height of the aqueous phase, increased 
with increasing protein proportion (66 ±, 2, 39 ± 2 and 28 ± 3 %, for PL:OBP ratios of 1:0, 1:1 
and 1:3, respectively). Because the creaming value is inversely proportional to the emulsion 
stability, adding OBP led to more stable emulsions. However, it was worth noting that the 
creaming was reversible after agitation.  
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Figure 1: Microscopic observation of emulsions based on PL:OBP ratio of 1:0 (a, d, g), 1:1 (b, e, h) and 1:3 (c, f, i) just after 
preparation (a-c), just after acidification at pH 1.5 (d-f), and after 3 h storage at pH 1. (g-i). 
 
Figure 2 : Photo illustrating the creaming phenomenon observed for emulsions based on PL:OBP ratio of 1:0, 1:1 and 1:3 
formulated at pH 5.5, after a 1 hour-storage, at 4 °C. 
The emulsions were acidified (pH 1.5) and left up to 3 hours in acid conditions as to simulate 
the stomach conditions. For emulsions containing OBP (PL:OBP ratios of 1:1 and 1:3), 
droplets flocculated creating clusters while the emulsion only based on PL remained stable (Fig 
1d-f). It is worth noting that coalescence only occurred in the emulsion with PL:OBP ratio of 
1:1 leading to a significant increase in the droplet size (Table 2). In the physiological digestion 
process, food bolus can stay between 2 and 3 hours under acidic condition (stomach) before 
being neutralized (small intestine). In order to investigate this pH variation, emulsions stored 
under acidic medium (pH 1.5) up to 3 hours were then neutralized (pH 7.5). No size variation 
was observed upon neutralization (Table 2). During the whole process, no oil separation was 
observed. 
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Conjugated diene concentration allowed investigating the formation of hydroperoxides as 
primary products of oxidation. Indeed, a good correlation was evidenced between these two 
species (Schaich, 2005). The presence of OBP at the interface limited the oxidation compared 
with emulsions formulated only with PL (Fig. 3). Moreover, the greater the OBP concentration 
in the formulation, the slower the oxidation kinetics. 
 
Figure 3 : Evolution of the specific absorbance of conjugated dienes (Optical density at 233nm normalized by the lipid 
concentration)) of canola oil in bulk phase (◼) and emulsified with a PL:OBP ratio of 1:0 (), 1:1 (✕), and 1:3() and. The 
straight line represents the specific absorbance of conjugated dienes equivalent to a peroxide value of 15 milliequivalent 
O2/kg of oil (maximum value recommended by the Codex Alimentarius to ensure the oil safety). 
Table 3 presents the FA concentration and FA profile of total lipids recovered in lymph 
collected during 24 hours for rats fed canola oil in bulk phase or emulsified (PL:OBP ratios of 
1:0 and 1:3). Emulsifying the oil with PL tended to increase the amount of total FA in lymph 
compared with bulk oil (Table 3). This tendency became significant when OBP was added to 
the emulsion formulation (P<0.05) (Table 3). The fatty acid composition of chylomicron lipids 
of both rat groups mainly reflected the fatty acid profile of the dietary lipid source (Table 1). 
As expected, feeding rats with bulk canola oil or with an emulsified form increased the 
proportion of -linolenic acid in the lymph compared with fasted rats (0.6 % (Couedelo et al., 
2011)). A significant decrease in the proportion of endogenous fatty acids, palmitic acid (16:0) 
and arachidonic acid (20:4), was observed in the lymph, mainly due to a dilution of these fatty 
acids in TAG as a consequence of their low proportions in dietary lipids.  
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Table 3: Fatty acid composition of total lipids in lymph 
  PL:OBP1  
 Canola oil2 1:0 1:3 
 g/100g of total fatty acid 
 SFA 32.6  6.5b 25.5  2.9a 28.9  3.4ab 
16:0 19.1  3.7a 16.1  2.0a 17.6  1.7a 
18:0 10.0  2.0b 7.3  0.8a 8.9  1.5ab 
 MUFA 27.5  8.5a 33.2  9.5a 30.5  4.7a 
18:1 n-9 22.0  9.2a 27.6  9.4a 24.6  4.8a 
 PUFA 39.8  3.0a 41.3  7.9a 40.5  1.7a 
 PUFA n-6 34.2  3.5a 32.7  3.3a 34.6  1.8a 
18:2 n-6 21.1  2.0a 23.0  1.7ab 23.7  1.7b 
20:4 n-6 12.5  3.4b 8.8  2.7a 9.9  2.5ab 
 PUFA n-3 5.6  1.0a 5.8  0.4a 5.7  0.8a 
18:3 n-3 3.4  1.7a 4.3  0.5a 4.0  1.1a 
20:5 n-3 0.3  0.1a 0.2  0.1a 0.2  0.1a 
22:5 n-3 0.4  0.2a 0.2  0.1a 0.3  0.2a 
22:6 n-3 1.6  0.4b 1.1  0.2a 1.2  0.3ab 
Total FA (mg/mL) 16.1  4.0a 23.0  4.2ab 28.7  5.9b 
1PL :OBP ratio used for the emulsion formulation 
2Canola oil in bulk phase 
3Values are expressed as mean  SD n=6 
Statistical analysis did not find significant differences p>0.05, ANOVA followed by Fisher’s least significant 
difference test. 
Discussion 
The main purpose of this study was to propose emulsions based on natural emulsifiers extracted 
from canola, i.e., PL and OBP, in view of subtracting synthetic emulsifiers and managing clean 
label emulsions. This study went through the determination of the most pertinent PL:OBP ratio 
to get stable emulsions, upon storage, from a physical and chemical point of view. This last 
point was all the more important than emulsions were based on canola oil, a plant oil rich in 
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PUFA sensitive to oxidation process. Besides these characterizations, the question of how this 
type of emulsions is digested is of great interest especially in view of increasing the 
bioavailability of FA with nutritional interest. That is the reason why in vivo experiments in 
rats were performed, the lymph analysis giving a good idea of the first step of the lipid 
metabolism process.  
Previous studies showed that preferential interactions between OBP and anionic PL, on one 
hand, and OBP and unsaturated PL, on the other hand, could take place (Bourgeois et al., 2018). 
In order to reproduce these types of interactions in the reconstituted OB, a lecithin containing 
more than 30% of anionic PL was chosen (Table 1). Moreover, the lecithin originating from 
canola ensured more than 80% of unsaturated FA (Table 1). Emulsions were formulated with 
different PL:OBP ratios. Almost all proteins were present at the interface, so that the coverage 
surface by OBP was found equal to 0.033 and 0.120 g/m2 for emulsion with PL:OBP of 1:1 
and 1:3, respectively. These results were in agreement with that of Deleu et al. (2010). Taking 
into account the molecular area of oleosin would not exceed 3 nm2 (Deleu et al., 2010), proteins 
would be organized as multilayers at the interface, although a drastic change in the protein 
conformation could not be excluded.  
Irrespectively of the formulation, emulsions with mean diameters around 10 m could be 
obtained (Fig. 1). Flocculation was observed for the highest PL:OBP ratio (1:3) (Fig. 1c) in 
agreement with other studies showing that this phenomenon was more important than the 
increase amount of proteins (Deleu et al., 2010). At pH 5.5, PL should be negatively charged 
ensuring repulsive forces between the droplets that prevent aggregation (Wang et Wang, 2008, 
Moncelli et al., 1994) and proteins are under their isoelectric point (pI: 6.5) (Wijesundera et 
al., 2013b). Adding proteins in the formulation should modify the interface global charge, 
favouring attractive forces to take place. Upon storage, a creaming phenomenon was observed 
for all formulations (Fig. 2). Nevertheless, the droplet mean diameters did not significantly 
vary (Table 2) showing that the interface resisted to coalescence. As a result, no oil separation 
was observed after one month storage at 4 °C. The physical stability was also assessed at 60 
°C to ensure that the droplet size did not vary in the conditions chosen to monitor the oxidation 
experiments (Table 2). Emulsification decreased canola oil oxidative stability as measured by 
conjugated dienes (Fig. 3) despite the antioxidant properties of PL (Bandarra et al., 1999, Judde 
et al., 2003). This may correspond to an increase of the interface in contact with the pro-oxidant 
species like oxygen (Berton-Carabin et al., 2014). However, adding OBP to the formulations 
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allowed delaying the oxidative process compared with the formulation only based on PL. 
Interestingly, for the higher PL:OBP ratio (1:3), the end point appeared to be less oxidized that 
canola oil in bulk phase. This may account for a sufficient amount of polyphenols present in 
the protein extract that would prevent oxidation (Shahidi et Ambigaipalan, 2015). Moreover, 
the structuration of oleosin at the interface in multilayers, likely acted as a physical barrier 
preventing the propagation reactions (Gray et al., 2010, Wijesundera et al., 2013b). This barrier 
could be more rigid when mixture of PL and OBP are used (Deleu et al., 2010, Nikiforidis et 
al., 2013).  
Besides these results, the behaviour of the emulsions in in vitro gastrointestinal conditions was 
worth investigating before the in vivo study in rats. Indeed, this approach could help explaining 
differences in lipid bioavailability upon formulations. In contrast with the emulsion only based 
on PL, emulsions with OBP showed flocculation when exposed to acidic conditions (Fig. 1e, 
f). This could account for a change in OB conformation at the interface, weakening the 
intermolecular protein bonds and/or increasing the hydrophobic group exposure to solution (Li 
et al., 2016). In acid conditions, the formulation with PL:OBP of 1:1 exhibited droplet 
coalescence after 3 h storage (Table 2, Fig 1h). This suggested that this ratio was not adequate 
to maintain the emulsion physical stability upon acid conditions. Deleu et al. (2010) showed 
that depending on the PL:OBP ratio, the two types of molecules did not mix ideally, with 
synergic effects, based on electrostatic interactions between basic amino acid residues of 
oleosin and negative charges of PL. These interactions may be completely modified in acid 
conditions. However, as far as lipid digestion is concerned, it is worth noting that dispersed 
droplets remained after neutralization (Fig. 1i, j) (Table 2). We clearly demonstrated that 
emulsions formulated in presence of OBP favoured the pancreatic lipase activity. This was not 
the case for native OB showing a reduced lipase activity (Beisson et al., 2001, Gallier et Singh, 
2012, Gallier et al., 2013, White et al., 2009). In this case, oleosins were assumed to limit TAG 
hydrolysis, acting as a shield on the PL monolayer (Tzen et Huang, 1992). However, other 
studies demonstrated that lipases can efficiently hydrolyze TAG without needing to hydrolyze 
the PL-OBP monolayer before (Beisson et al. 2001). This discrepancy could account for a 
different conformation of the OBP at the interface in native OB and reconstituted OB originated 
either from the extraction technics or from different interactions between OBP and PL. 
Although there is no experimental evidence of their ability to act as a receptor and activator of 
digestive lipase, the C-terminal segment of native oleosins presents 54% similarity to the 
human apolipoprotein-CII lipase binding site (Li et al., 1992, Tzen et Huang, 1992). Since the 
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latter acts as receiver and activator of the lipase responsible for the lipolysis at the chylomicrons 
interface, this structural similarity suggests that oleosins possess a similar role. 
In the light of the obtained results, the emulsion with a PL:OBP ratio of 1:3 seemed a good 
candidate to favour FA bioavailability with its physical stability especially towards pH 
variations and promoting a high catalytic activity for the pancreatic lipase. Emulsification of 
canola oil increased total FA bioaccessibility in lymph. (Table 3). This was in agreement with 
previous studies showing increased intestinal FA absorption both in animal model (Couedelo 
et al., 2015, Couedelo et al., 2011) or in human (Garaiova et al., 2007, Couedelo et al., 2011) 
compared with bulk oil. Nevertheless, it is worth noting that, in the case of the PL-stabilized 
emulsion, in the same operating conditions, the total lipid lymphatic concentration was 32.5 
mg/mL of lymph (Couedelo et al., 2011) while it was only 23 mg/mL of lymph in our study. 
This difference could result for the nature of the lecithin. To our knowledge, only few studies 
used native or reconstituted OB in vivo. Gallier et al. (2017) demonstrated that the 
administration of native almond OB was associated with a lower plasma triglyceride level in 
human than almond oil stabilized with milk protein. Regarding reconstituted OB, the use of 
recombinant caleosin increased by 50 % cyclosporine A bioavailability in rats compared with 
a PL-stabilized emulsion (Chen et al., 2005) The encapsulation of turmeric within reconstituted 
OB increased up to 50 times the bioavailability of this spice compared with an administration 
without encapsulation (Chang et al., 2013). 
On the whole, we showed an emulsion formulated with a PL:OBP ratio of 1:3 led to a 
significant increase in the total FA bioaccessibility compared with oil in bulk form. This result 
could partly account for a physical stability of the emulsion droplets upon pH variation and an 
enhanced pancreatic lipase activity compared to PL-stabilized emulsion, as shown by in vitro 
experiments. In the sight of these results, reconstituted OB based on canola oil and canola by-
products could represent an interesting clean label and eco-responsible food system promoting 
bioaccessibility of n-3 polyunsaturated fatty acids in the context of enriched food products.  
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3. Principaux résultats 
Plusieurs auteurs suggèrent que les OBP, notamment les oléosines, ne se limiteraient pas à 
contribuer à la stabilisation des OB. Elles pourraient également accélérer la mobilisation des 
TAG par les lipases durant la germination en agissant potentiellement comme récepteur et/ou 
activateur de la lipase (Murphy et al., 1991, Vance et Huang, 1987). Cette hypothèse provient 
du fait que le segment C-terminal de l’oléosine présente des similarités avec l’apolipoprotéine-
CII humaine (§ I-3.2) (Li et al., 1992, Murphy et al., 1991). Cependant, aucune étude ne 
démontre ce potentiel de régulation de la lipolyse par la liaison et l’activation des lipases 
(D'Andrea, 2016). D’ailleurs, les résultats de la digestion in vitro d’OB natifs montrent une 
diminution de l’efficacité des lipases gastrique et pancréatique sur des OB natifs extraits des 
amandes (Gallier et Singh, 2012, Beisson et al., 2001), des noix (Gallier et al., 2013) et des 
graines de tournesol (White et al., 2009). Par ailleurs, White et al. (2009) ont démontré que 
l’usage d’OB réduit la fraction bioaccessible du tocophérol et des AGL (0,6 et 8,4% 
respectivement) par rapport aux émulsions stabilisées par du polysorbate 20 (35 et 52%, 
respectivement) ou par un isolat de protéines du lactosérum (17 et 33%, respectivement). 
Cependant, une étude portant sur l’encapsulation de composés lipophiles dans des corps 
lipidiques reconstitués à base de tournesol a démontré qu’il s’agit d’un système plus efficace 
pour le relargage de saveurs qu’une émulsion stabilisée par la lécithine seule, suggérant que la 
couche protéique agirait comme réservoir des saveurs et arômes (Fisk et al., 2011). Dans une 
étude in vivo chez l’Homme, la consommation d’une émulsion stabilisée avec des protéines 
laitières a conduit à une augmentation plus importante des TAG plasmatique une heure après 
la prise alimentaire que la consommation d’OB natifs d’amande (Gallier et al., 2017). 
Néanmoins, après 6 heures, les concentrations de TAG plasmatiques étaient similaires pour les 
deux systèmes (Gallier et al., 2017). En ce qui concerne les OB reconstitués, une étude a 
démontré que l’utilisation de caléosine recombinante augmente de 50% la biodisponibilité de 
la cyclosporine A chez le rat par rapport à une émulsion stabilisée par des PL (Chen et al., 
2005). Toujours chez ce modèle animal, l’encapsulation de curcuma au sein d’OB reconstitués 
augmente jusqu’à 50 fois la biodisponibilité de cette épice par rapport à une administration 
sans encapsulation (Chang et al., 2013). 
Contrairement à l’émulsion stabilisée par des PL uniquement, les émulsions comportant des 
OBP (1:1 et 1:3) présentent un phénomène de floculation en condition acide (Figure 34). Les 
protéines sont connues pour changer de conformation aux interfaces selon le pH de la solution 
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et leur pI : un environnement acide affaiblit les liaisons intermoléculaires entre les protéines, 
augmente l'exposition des groupes hydrophobes vers la phase aqueuse et privilégie l’agrégation 
(Li et al., 2016). Seule l’émulsion avec un rapport PL : OBP de 1 : 1 montre des signes de 
coalescence (Figure 34e) avec un diamètre moyen des gouttes qui passe de 10 à 35 m. Les 
interactions PL : OBP décrites précédemment (§ III-3.2 et § IV-2.2) dépendent des charges 
exposées par ces deux types de molécules (Li et al., 2016, Moncelli et al., 1994). A pH 1,5, on 
se situe non seulement en dessous du pI des OBP mais également en dessous du pKa de la 
fonction phosphoryle, de sorte que la charge des PL doit être modifiée. La coalescence 
observée pour l’émulsion avec un rapport PL : OBP de 1 : 1 suggère que les interactions entre 
PL et protéines sont plus faibles à pH acide favorisant une rupture de l’interface. Ce phénomène 
n’est pas observé lorsque la proportion de protéines est nulle (PL : OBP de 1 : 0) ou augmentée 
(PL : OBP de 1 : 3). Conformément à la simulation du processus de digestion physiologique, 
les émulsions ont été ensuite neutralisées. Pour toutes les formulations, la floculation est 
réversible, ce qui confirme l’impact des charges sur l’arrangement spatial des molécules à 
l’interface. 
 
Figure 34 : Observations microscopiques des émulsions avec des rapport PL : OBP 1 : 0 (a, d, g), 1 : 1 (b, e, h) 
et 1 : 3(c, f, i) immédiatement après préparation (a-c), immédiatement après l’acidification à pH 1,5 (d-f) et 
après 3h à pH 1,5 (g-i) 
Le comportement catalytique de la lipase pancréatique sur les émulsions avec un rapport PL : 
OBP de 1 : 0, 1 : 1 et 1 : 3 montre que l'activité de l’enzyme est favorisée par la proportion 
croissante de protéines (Figure 35).  
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Figure 35 : Activité de la lipase pancréatique pour les émulsions avec un rapport PL : OBP de 1 : 0 ( ), 1 : 1 ( ) 
et 1 : 3 ( ) en conditions in vitro à 37°C. 
Ces résultats s’opposent à ceux obtenus pour les OB natifs (Beisson et al., 2001, Gallier et 
Singh, 2012, Gallier et al., 2013, White et al., 2009) pour lesquels les auteurs ont proposé que 
les OBP agissent comme bouclier et limitent l'hydrolyse des TAG (Tzen et Huang, 1992). Cette 
discordance pourrait provenir d’une différence de conformation des protéines à l’interface liée 
à un taux de recouvrement significativement différent (0,004 à 0,007 g de protéine/m2 dans OB 
natifs (Tzen et Huang, 1992, Ishii et al., 2017) et 0,033 à 0,120 g de protéine/m2 pour nos 
émulsions) . Ainsi, un compactage des protéines à l’interface pourrait forcer le segment C-
terminal des oléosines à s’exposer dans la phase aqueuse, à agir comme un récepteur et un 
activateur de la lipase (Murphy et al., 1991, Vance et Huang, 1987, Li et al., 1992), et par 
conséquent, à favoriser l’activité catalytique de l’enzyme. Par ailleurs, le suc pancréatique 
utilisé dans cette étude contient également de la phospholipase A2. L’accumulation de produits 
d’hydrolyse issus de l’activité de cette enzyme sur les PL pourrait favoriser l’adsorption de la 
lipase (Beisson et al., 2001) et/ou la formation de défauts à l’interface permettant une meilleure 
accessibilité des TAG (Beisson et al., 2001). 
L’analyse des AG des lipides totaux la lymphe de rat montre clairement que la sécrétion des 
lipides a tendance à être plus élevée pour la formulation émulsionnée avec la lécithine de colza 
que pour l’huile en phase continue (p = 0,08) (Figure 36). Cette tendance devient significative 
pour l’émulsion à base de PL et d’OBP (p < 0,05). 
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Figure 36 : Quantification des acides gras lymphatiques totaux pour l’huile en phase continue ( ),  les émulsions 
avec des rapports PL : OBP 1 : 0 ( ) et 1 : 3 ( ) 
D’une part, les résultats obtenus chez le rat sont soutenus par les résultats de digestion in vitro, 
indiquant une activité catalytique de la lipase favorisée en présence d’OBP. D’autre part, nos 
résultats sont en accord avec des études précédentes qui montrent que l'absorption intestinale 
des AG émulsifiés est accrue chez le modèle animal (Couedelo et al., 2015, Couedelo et al., 
2011) ou chez l’Homme (Garaiova et al., 2007, Couedelo et al., 2011) comparée à une 
administration en phase continue. Néanmoins, il est intéressant de noter que, dans le cas d’une 
émulsion stabilisée par une lécithine et dans les mêmes conditions opératoires, la concentration 
lymphatique en lipides totaux est de 32,5 mg/mL de lymphe (Couedelo et al., 2011) alors 
qu’elle n’est que de 23 mg/mL de lymphe dans notre étude. Cette différence pourrait provenir 
de la nature de la lécithine utilisée, i.e. lécithine de soja très riche en lysophospholipides 
(Couedelo et al., 2011). Des études in vivo ont montré l'avantage d'émulsions formulées avec 
des PL comparé à celles stabilisées avec des sels biliaires comme le taurocholate de sodium 
(Nishimukai et al., 2003), des molécules synthétiques comme Tween 80 ou même des 
émulsifiants naturels de sources animales comme la caséine (Couedelo et al., 2015). 
Cependant, à notre connaissance, peu d'études ont évalué l’impact des OBP sur la 
bioaccessibilité des lipides et les résultats sont contradictoires. Pour les uns, les OB natifs 
diminueraient la bioaccessibilité des AG (Gallier et al., 2017). Pour d’autres, les OB 
reconstitués à base de caléosine augmenteraient la biodisponibilité de composés liposolubles 
(Chen et al., 2005, Chang et al., 2013).  
En comparant la répartition des AG dans la lymphe de rat à jeun et après intubation des 
formules lipidiques (Tableau 19), on note : 1) une diminution de la proportion des AGS et un 
enrichissement en ALA (18:3 n-3) cohérent avec la composition en AG de l’huile de colza 
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(Tableau 20) ; 2) la présence d’AG d’origine endogène plus ou moins dilués comme l’acide 
arachidonique (20:4 n-6) et le DHA (22:6 n-3). Ces résultats sont en accord avec ceux de la 
littérature montrant que la composition en AG de la lymphe reflète celle des lipides 
alimentaires (Couedelo et al., 2011). Ainsi, la consommation d’huile de colza riche en AG 
insaturés enrichit la proportion de ces AG chez le rat (Porsgaard et Høy, 1998, Tatematsu et 
al., 2004) et chez l’Homme (Nielsen et al., 2002).  
Tableau 19 : Composition en acides gras totaux dans la lymphe 
 Formulations 
 Huile de colza1 PL : OBP 1:0 PL : OBP 1:3 À jeun 
 g/100g d’acides gras totaux 
 AGS 32,6  6,5 25,5  2,9 28,9  3,4 35,4  1,2 
16:0 19,1  3,7 16,1  2,0 17,6  1,7 22,1  2,9 
18:0 10,0  2,0 7,3  0,8 8,9  1,5 10,3  1,8 
 AGMI 27,5  8,5 33,2  9,5 30,5  4,7 27,2  3,8 
18:1 n-9 22,0  9,2 27,6  9,4 24,6  4,8 14,4  1,9 
 AGPI 39,8  3,0 41,3  7,9 40,5  1,7 37,3  4,5 
 AGPI n-6 34,2  3,5 32,7  3,3 34,6  1,8 32,7  4,3 
18:2 n-6 21,1  2,0 23,0  1,7 23,7  1,7 17,8  2,5 
20:4 n-6 12,5  3,4 8,8  2,7 9,9  2,5 13,0  2,6 
 AGPI n-3 5,6  1,0 5,8  0,4 5,7  0,8 4,3  0,6 
18:3 n-3 3,4  1,7 4,3  0,5 4,0  1,1 0,7  0,2 
20:5 n-3 0,3  0,1 0,2  0,1 0,2  0,1 0,4  0,1 
22:5 n-3 0,4  0,2 0,2  0,1 0,3  0,2 0,5  0,4 
22:6 n-3 1,6  0,4 1,1  0,2 1,2  0,3 2,3  0,4 
AG totaux (mg/mL) 16,1  4,0 23,0  4,2 28,7  5,9 8,5  0,6 
1Huile de colza phase continue 
Les valeurs sont exprimées en moyenne  écart-type ; n=6 rats 
AGS : Acides gras saturés, AGMI : Acides gras monoinsaturés, AGPI: Acides gras polyinsaturés  
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Tableau 20 : Composition en phospholipides et en acides gras de la lécithine de colza et l’huile de colza 
 
Lécithine de colza Huile de colza 
Composition en phospholipide (%)   
Phosphatidylcholine 39 n/a 
Phosphatidyléthanolamine 27 n/a 
Phosphatidylinositol 18 n/a 
Acide phosphatidique 13 n/a 
Autres phospholipides 3 n/a 
Composition en acides gras (%)   
16:0 8 4 
18:0 2 2 
18:1 49 65 
18:2 31 19 
18:3 5 7 
20 : 4 < 1 < 1 
Autres acides gras 4 3 
n/a : non applicable 
4. Conclusion 
Les résultats de biodisponibilité de l’huile de colza vectorisée par des émulsions à base de PL 
avec et sans OBP montrent que l’émulsification, d’une part, et la présence de protéines de 
colza, d’autre part, améliorent significativement l’absorption des lipides chez le rat. Ces 
résultats peuvent être interprétés par le comportement des émulsions in vitro. En effet, les 
émulsions stabilisées par des rapports PL : OBP de 1 : 0 et 1 : 3 restent physiquement stables 
aux variations de pH. Le maintien d’une interface lorsque les émulsions arrivent au niveau 
intestinal favoriserait l’action catalytique de la lipase pancréatique par rapport à l’huile non 
préalablement émulsionnée. Par ailleurs, l’activité plus importante de la lipase pancréatique 
mesurée in vitro en présence d’OBP est en accord avec une bioaccessibilité lymphatique des 
AG totaux accrue pour l’émulsion avec un rapport PL : OBP de 1 : 3 suggérant le rôle de ces 
protéines dans la réception et l’activation des lipases digestives (Li et al., 1992, Murphy et al., 
1991). 
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Conclusion 
Les études épidémiologiques récentes montrent une consommation insuffisante d’AGPI dans 
les pays occidentaux. En outre, la sensibilité des AGPI à l’oxydation est l’une des premières 
causes de détérioration des qualités organoleptique et nutritionnelle dans les produits 
alimentaires. Parallèlement, les lipides présents dans les produits alimentaires se trouvent le 
plus souvent sous forme émulsionnée stabilisés par des TA synthétiques ou naturels (Logan et 
al., 2013). Ainsi, les entreprises désirant formuler des produits alimentaires enrichis en AGPI 
adoptent des stratégies technologiques pour les stabiliser chimiquement et physiquement, tout 
en assurant leur biodisponibilité. Cependant, des études récentes ont démontré des corrélations 
positives entre l’exposition à certains TA de synthèse utilisés dans l’industrie agroalimentaire 
et le développement de plusieurs pathologies. Il apparaît donc important de trouver des 
substituts à ces additifs synthétiques afin d’assurer la santé des consommateurs. C’est dans ce 
contexte que nous avons décidé de mimer la structure des OB, structures végétales naturelles 
de stockage des lipides des plantes oléagineuses, en extrayant les OBP qui les composent et en 
utilisant une lécithine végétale. Nous avons focalisé nos travaux sur les OBP de tourteau de 
colza afin de valoriser ce coproduit actuellement destiné uniquement à l’alimentation animale. 
L’extraction par point isoélectrique nous a permis d’obtenir un concentrât protéique contenant 
87,4 % de protéines, dont la protéine principale est l’oléosine de 17-19kDa. 
L’objectif de cette thèse était donc de maitriser la formulation d’émulsions préparées 
uniquement à base de colza (huile, PL et OBP) par une meilleure connaissance des interactions 
PL : OBP, d’étudier la stabilité des émulsions d’un point de vue physicochimique en conditions 
de stockage et dans des conditions mimant les conditions gastro-intestinales et, enfin, d’évaluer 
l’influence de la composition de l’interface des émulsions sur la bioaccessibilité des acides gras 
insaturés in vivo chez le rat. 
Pour atteindre cet objectif, nous avons abordé les problématiques suivantes : 
Quelle est la nature des interactions entre les OBP et les PL ?  
La présence d’interactions colloïdales mixtes à l’interface favorise la création d’émulsions 
stables. Bien que plusieurs auteurs aient proposé que la présence d’interactions PL : OBP à 
l’interface des OB soient à l’origine de la stabilité des OB (Deleu et al., 2010, Nikiforidis et 
al., 2013, Chen et Tzen, 2001, Tzen et Huang, 1992), peu de données sur ces interactions étaient 
disponibles à ce jour. La caractérisation des interactions entre les PL et les OBP au niveau 
moléculaire par spectroscopie infrarouge a montré que les OBP extraites du tourteau de colza 
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sont capables d’interagir avec des PL purs organisés en phase lamellaire. De cette étude, il se 
dégage que la conformation des OBP dépend du pH de la solution aqueuse ; un pH légèrement 
acide favorisant légèrement les interactions protéines-protéines et ce, indépendamment de 
l’environnement chimique. La nature des PL influence également les interactions PL : OBP. 
Les PL anioniques interagissent préférentiellement avec les OBP empêchant leur dénaturation 
thermique. Ce comportement et l'absence de perturbations dans la bicouche de PL anioniques 
suggèrent la mise en place d'interactions électrostatiques attractives entre la tête polaire des PL 
anioniques et les protéines se situant principalement à l'interface. De plus, la nature des chaines 
hydrophobes des PL influence l’organisation des OBP. D’une part, l’augmentation de la 
longueur d’une chaine acyle saturée promeut une conformation protéique plus stable, ce qui 
témoigne d’interactions plus fortes entre les PL et les OBP. D’autre part, la présence 
d’insaturation au niveau de la chaine acyle favorise l’adoption d’hélices , suggérant que 
l’insertion d’OBP au sein de PL insaturés favoriserait l’adoption d’une conformation similaire 
à celle des protéines transmembranaires (White, 2009). Les résultats de cette étude menée avec 
des PL modèles ont orienté le choix de la lécithine utilisée pour la formulation des émulsions. 
Nous avons donc sélectionné une lécithine de colza contenant une forte proportion de PL 
anioniques, sachant que l’origine végétale nous assurait la présence d’AG insaturés.  
Comment la composition de l’interface influence-t-elle la mise en œuvre des émulsions 
huile dans eau et la stabilité physicochimique des émulsions ?  
Sur la base d’émulsions de taille initiale contrôlée, nous avons montré que le rapport PL :OBP 
et donc la composition interfaciale influencent la réalisation et la stabilité physicochimique des 
émulsions à base de coproduits issus du colza. Le choix d’une lécithine riche en PL anioniques 
et la préparation des émulsions à deux pH positionnés de part et d’autre du pH isoélectrique 
des oléosines nous a permis de moduler la composition de l’interface : un environnement 
aqueux légèrement acide menant à une adsorption quasi-totale des OBP à l’interface suggérant 
la mise en place d’interactions électrostatiques entre les PL anioniques et les OBP chargées 
positivement. Les calculs de la quantité d’OBP adsorbées suggèrent la création d’une interface 
protéique multicouche et/ou une conformation des protéines différente qui différencieraient la 
structure des OB reconstitués de celle des OB natifs. Toutes les émulsions présentent un 
crémage marqué, mais réversible par agitation. Malgré cette déstabilisation, le fait que la 
coalescence des gouttes soit limitée permet de dire que la stabilité physique des émulsions est 
acceptable. Par ailleurs, la synergie PL : OBP à l’interface semble être un facteur décisif pour 
ralentir l’oxydation de l’huile de colza émulsifiée. Cette propriété pourrait résulter de l’effet 
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couplé des propriétés antioxydantes des PL et des OBP et de l’organisation des protéines à 
l’interface (conformation et/ou structure en multicouche pour des taux élevés de protéines), 
sans compter la présence de polyphénols dans le concentrât protéique utilisé. 
La composition de l’interface influence-t-elle la digestibilité et la bioaccessibilité des 
AGPI de l’huile de colza en émulsion?  
Pour l’étude in vivo, nous avons choisi la formulation assurant la plus grande proportion de 
protéines aux interfaces. Les études in vitro montrent que l’interface des émulsions est 
conservée lors des variations de pH mimant celles du milieu gastro-intestinal et que la présence 
d’OBP stimule l’activité de la lipase pancréatique. Ainsi, la conformation des OBP à l’interface 
pourrait forcer le segment C-terminal des oléosines à s’exposer dans la phase aqueuse, à agir 
comme un récepteur et un activateur de la lipase. Ces deux éléments peuvent expliquer 
l’augmentation de la bioaccessibilité lymphatique des AG totaux et donc des AG insaturés avec 
l’émulsion formulée en présence d’OBP, par rapport à l’huile non émulsionnée, d’une part, et 
l’émulsion formulée uniquement avec des PL, d’autre part.  
Au vu de ces résultats, l’usage de PL et d’OBP pour la stabilisation d’émulsions apparait 
comme un système d’additifs alimentaires intéressant. En effet, il favorise la bioaccessibilité 
des AG et améliore la protection de l’huile encapsulée contre l’oxydation. De plus,  il respecte 
les attentes du clean label et entre dans les politiques de développement durable en valorisant 
un coproduit (tourteau) dans l’alimentation humaine. Ce système d’émulsifiants naturels à base 
de PL et de protéines végétales pourra contribuer, à terme, au développement de nouveaux 
aliments fonctionnels à base d’huiles insaturées dans le cadre de la prévention de maladies 
associées à de faibles apports en AGPI n-3 et ainsi répondre à une attente clairement exprimée 
par les consommateurs d’intégrer le concept santé à leur alimentation. Ces systèmes d’additifs 
pourraient également être utilisés dans le cadre de la formulation d’aliments spécialisés pour 
les gens avec des maladies comme l'insuffisance pancréatique qui limitent la digestion et 
l'absorption des lipides. 
Néanmoins, afin de maitriser toutes les fonctionnalités de ce type d’émulsion et avant de 
pouvoir les intégrer dans des produits alimentaires, un certain nombre de questions restent à 
élucider. D’un point de vue fondamental, la caractérisation des interactions entre les OBP et 
les PL peut être complétée par une étude en émulsion par titrage calorimétrique isotherme. Une 
telle étude permettrait de quantifier les affinités de liaison entre PL et OBP et de mieux 
comprendre la nature des interactions qui existent aux interfaces colloïdales des OB et ainsi les 
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forces qui agissent dans la stabilisation physicochimique de ces systèmes d’encapsulation 
d’huile. La structure de l’interface créée dans les systèmes reconstitués pourrait être analysée 
par microscopie à force atomique. Cette caractérisation du film interfacial à une échelle 
moléculaire pourrait permettre de distinguer les deux hypothèses avancées dans ce travail pour 
les protéines à forte concentration, i.e. organisation en multicouche ou changement de 
conformation. D’un point de vue plus appliqué, il serait aussi intéressant d’évaluer l’impact de 
la composition en PL (plus grande proportion de PL chargés, présence de lysophospholipides) 
sur les interactions PL : OBP et, par conséquent, sur la stabilité physique et chimique des 
émulsions (notamment pour diminuer les phénomènes de crémage) et leur devenir métabolique 
in vivo, chez le rat et, finalement, chez l’homme. La maitrise de ces éléments est importante en 
vue d’intégrer ces émulsions dans des produits alimentaires. 
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Annexes 
Annexe I 
Tableau 21 : Tableau des acides gras de la lécithine  
 Caldic Lasenor 
AGS 9,6 10,6 
16:00 7,6 8,1 
18:00 1,3 1,6 
MUFA 56,9 52,7 
18:1 n-9 52,9 49,3 
PUFA 33,5 36,8 
PUFA n-6 27,2 31,5 
18:2 n-6 27,0 31,3 
PUFA n-3 6,3 5,3 
18:3 n-3 6,3 5,3 
n-6 / n-3 4,3 5,9 
 
